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I.1. La industria vitivinícola en Argentina 
 
La vitivinicultura como actividad económica y el vino como producto 
cultural han acompañado al hombre desde tiempos inmemoriales. El vino es 
una bebida especial, ya que posee dimensiones culturales, sociales y 
económicas, y ha ocupado un lugar de preeminencia en la vida cotidiana de las 
generaciones que habitaron nuestro Planeta. También es una bebida de uso 
religioso, empleada en las festividades griegas y romanas, y en las ceremonias 
cristianas. Durante milenios el vino ha curado heridas, aliviado dolores y 
asegurado el no contagio de enfermedades trasmitidas por aguas contaminadas. 
El vino es también colonizador. Quien se dedica al cultivo de la vid se arraiga y 
crea cultura. Las viñas y las bodegas no emigran según las vicisitudes de la 
economía; son capitales que apuestan necesariamente al futuro, porque en la 
edad encuentran la bonanza y la calidad de las uvas. 
Las primeras vides aptas para vinificación llegaron a América con Colón, 
en su segundo viaje, pero no prosperaron en el Caribe a causa del clima. Con la 
expansión colonizadora por el continente, y hacia 1543, las vides ingresaron a 
la que luego sería la ciudad de Salta, a la zona de Cafayate, provenientes del 
Alto Perú. En 1556 el clérigo Juan Cedrón, procedente de La Serena (Chile), 
provisto de estacas de vid (de cepas Moscatel y Uva País, origen España) y 
semillas de algodón, se instaló en Santiago del Estero y elaboró los primeros 
vinos nacionales para celebrar misa. Es decir, que la producción de vino en 
Argentina estuvo originalmente vinculada a la liturgia del catolicismo más que 
a una actividad comercial y, por ello, encontró en las órdenes religiosas a sus 
primeros hacedores (Fondo Vitivinicola de Mendoza, 2009).  
En 1561, cuando Pedro del Castillo realizó la expedición fundadora de 
Mendoza, llevó con él vides, y lo mismo hizo Juan Jufré un año después, al 
fundar San Juan, en plena colonización de las tribus huarpes (o warpes), 
nativas de la región cuyana. La historia de las viñas y las bodegas en Argentina 
se entrelaza con la propia historia de Mendoza y San Juan. Entenderla significa 
comprender su historia política, económica y de relaciones sociales. La 
vitivinicultura fue capaz de producir la gran movilidad social –casi única- 
ocurrida en Mendoza y San Juan a principios del siglo XX: cientos de “gringos” 
llegados en el ferrocarril ascendieron, en pocos años, de contratistas a viñateros, 
o de ignotos a reconocidos industriales bodegueros o metalúrgicos. Muchos 
actores sociales contribuyeron al desarrollo de esta labor, monjes, criollos e 
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inmigrantes. El agrónomo francés Michel A. Pouget, Director de la Quinta 
Normal de Agricultura (Mendoza, 1853), el agrónomo ruso Aarón Pavlovsky, 
Director de la Escuela de Agricultura (Mendoza, 1884), el padre saleciano 
Francisco Oreglia, fundador de la Escuela de Enología Don Bosco, representan 
a algunos de los grandes hacedores de la vitivinicultura nacional, que junto a 
cientos de enólogos o simplemente “prácticos” hicieron posible que la actividad 
vitivinícola cuyana se convierta en lo que es hoy, una industria de 500 años 
(Fondo Vitivinicola de Mendoza, 2009; Lacoste,  2003).  
La región apta para el cultivo de la vid en Argentina se extiende a lo largo 
de la Cordillera de los Andes, desde los 22º hasta los 42º de latitud sur. La gran 
amplitud latitudinal, combinada con la topografía de los valles andinos, 
condicionan grandes variaciones ecológicas que permiten cultivar una amplia 
gama de cepas. Se trata, en general, de zonas con inviernos bien marcados, 
veranos calurosos y buena insolación. La baja precipitación obliga al riego 
artificial, a partir de ríos o aguas subterráneas, configurando así verdaderos 
oasis perfectamente delimitados y separados. Fundamentalmente se trata de 
una viticultura de oasis de altura, con pendientes que oscilan entre valores 
cercanos al 2%, en las regiones de pie de monte, hasta alrededor de 0,2%, en 
las regiones más planas; y prácticamente no existen viñedos en las laderas de 
las montañas. La altitud de las viñas oscila entre los 450 y los 1800 m sobre el 
nivel del mar. 
La Figura I.1. muestra las principales regiones vitivinícolas de Argentina. 
La superficie sembrada con vides alcanzó, al 31 de diciembre de 2018, las 
218.233 ha (INV, 2018), superando en un 8,5% al área cultivada en el 2000. 
Sin embargo, la cantidad de viñedos inscriptos en el Instituto Nacional de 
Vitivinicultura (INV) es menor, ya que actualmente existen 23.931, es decir, 
1249 menos que en 2000. La tendencia indica que las fincas son cada vez más 
grandes; el tamaño promedio en 1990 era de 5,8 ha, en 2000 de 8,0 ha y en 
2018 de 9,1 ha (INV, 2018). De las 23 provincias que componen territorialmente 
al país, 18 registran superficie cultivada con vides. El 70,1% del total 
corresponde a Mendoza, el 21,4% a San Juan, el 3,6% a La Rioja, el 1,5% a 
Salta, el 1,3% a Catamarca, el 0,8% a Neuquén y el 0,7% a Río Negro, siendo 
estas 7 provincias las que concentran la mayor superficie cultivada. El 0,5% 
restante se distribuye entre 11 provincias: Buenos Aires, Córdoba, La Pampa, 
Tucumán, San Luis, Chubut, Entre Ríos, Jujuy, Misiones, Santiago del Estero 
y Santa Fe. Desde 2008, se ha registrado una disminución en la superficie 
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cultivada con vides en las 3 provincias más importantes, y también en Río 
Negro. No obstante, creció en otras provincias, principalmente en Salta, seguida 
por Catamarca y Neuquén.  
 
 
Figura I.1. Mapa de Argentina en el que se señalan las principales regiones vitivinícolas 
(INV, 2018). 
 
Los datos estadísticos correspondientes a la producción vitivinícola 
argentina, para la vendimia 2018, son los siguientes: cosecha de uvas 
25.733.114 quintales (1 qq = 0,1 t), elaboración de vinos 14.521.510 hl, 
elaboración de mostos 4.772.867 hl y elaboración de jugo de uva 1.631 hl (INV, 
2019). El mercado interno representa el 80% de la comercialización del vino 
argentino, y viene disminuyendo desde hace tres décadas, con el avance de la 
cerveza en la preferencia de los consumidores, constituyendo ésta la principal 
problemática para el sector (Ministerio de Hacienda de la Nación, 2018). En el 
comercio exterior, 20% de las ventas, Argentina viene perdiendo mercados desde 
2011, vinculado tanto a aspectos macroeconómicos (atraso del tipo de cambio 
e incremento de costos internos), como al avance de ciertos competidores –
Australia y Chile- que acceden a los principales mercados en condiciones 
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preferenciales. Sin embargo, si se comparan las exportaciones de vino 
fraccionado entre febrero 2019 y febrero 2018, la variación porcentual 19/18 
resultó de +9,5%, y en las de vino a granel, de +171,0% (Departamento de 
Estadísticas y Estudios de Mercados, 2019). 
Con relación a las variables vitivinícolas, Argentina es el 5º productor 
mundial de vino (Italia, Francia, España y Estados Unidos son los cuatro 
primeros) (Figura I.2), el 7º en superficie cultivada y producción de uva, el 8º en 
consumo y el 10º como exportador (OIV, 2018). Es decir que, en relación a la 
caracterización vitivinícola, Argentina se ubica entre los top 10 del planeta. El 
excelente trabajo que viene realizando la industria vitivinícola argentina ha 
logrado instalar y referenciar la imagen del vino argentino en el mundo por sus 
particularidades, perfiles regionales y varietales y calidad, con el Malbec como 
emblema destacado.  
Durante los últimos treinta años se produjeron importantes cambios en 
la industria y en la comercialización del vino, entre los que se destacan la 
enorme competencia internacional y un mercado nacional con sobreoferta. La 
necesidad de atraer al consumidor resulta de vital importancia para cualquier 
empresa vitivinícola, buscando elementos diferenciadores de sus productos 
como herramienta eficaz para distinguirse de sus competidores. Con este 
propósito, las bodegas han ido introduciendo modificaciones tecnológicas en la 
elaboración de los vinos, han recuperado variedades de uvas autóctonas de la 
zona y han comenzado a reemplazar los cultivos comerciales de levaduras por 
levaduras indígenas, específicas de cada región vitivinícola, para obtener vinos 
distintivos, que aporten nuevas sensaciones a un consumidor cada vez más 
exigente. 
El concepto de terroir reviste suma importancia en vitivinicultura, ya que 
relaciona los atributos sensoriales del vino con las condiciones ambientales de 
la parcela del viñedo. Según la OIV, el terroir se define como la interacción 
colectiva entre los factores físicos y biológicos ambientales identificables de un 
área, que, en conjunto con las prácticas vitivinícolas, proveen características 
distintivas a los productos originarios de ese lugar (Resolution OIV/Viti 
333/2010). Se trata de un ecosistema interactivo en un determinado ambiente, 
que incluye clima, geología, geomorfología, suelo y planta (Gilbert et al., 2014; 
Zarraonaindia et al., 2015; Bokulich et al., 2016), así como las técnicas locales 
de viticultura y vinificación. Por tanto, la calidad y la singularidad de un vino 
estarán determinadas por la uva y sus procesos de maduración, dependientes 
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de la interrelación clima – suelo – planta y por las modificaciones impuestas por 
las prácticas vitivinícolas aplicadas. Es decir que, el concepto de terroir 
concierne a un amplio rango de parámetros analíticos que constituyen las bases 
de la enología del conocimiento. En este sentido, los aspectos biológicos de los 
suelos resultaron subestimados durante años, pese a poseer una gran 
diversidad microbiana. La microbiota asociada al suelo se ha descripto como 
determinante no sólo de las propiedades químicas y nutricionales del mismo, 
sino también de la sanidad, rendimiento y calidad de la uva (Belda et al., 2017). 
Trabajos recientes describen al microbioma de suelo como reservorio de la 
microbiota asociada a las uvas, y como contribuyente de las propiedades 
sensoriales finales de los vinos (Zarraonaindia et al., 2015; Bokulich et al., 
2016). Para una mejor comprensión de los roles cruciales de los 
microorganismos en el proceso completo de elaboración del vino, se deben 
conocer sus nichos ecológicos, su dinámica poblacional, y las relaciones 
“microbioma – sanidad de la vid” y “microbioma – metaboloma del vino” (Belda 
et al., 2017).  En conclusión, el terroir constituye un aspecto sustancial de 
aceptación del consumidor, de identidad y de apreciación económica en la 
producción de vinos y resulta de suma importancia estudiar los factores que 

















Figura I.2. Distribución mundial de los principales países productores de uva (OIV, 
2017). 
 
I.2. El proceso de elaboración del vino  
 
El vino es una mezcla compleja especial de química, biología y cultivo, 
donde los microorganismos juegan un rol crítico. Es una bebida fermentada a 
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base de mosto (jugo de uva), que se convierte en vino mediante la fermentación 
alcohólica (FA), conducida por levaduras, principalmente sacaromicéticas pero 
también no-sacaromicéticas, la cual conlleva varios procesos bioquímicos que 
convierten los azúcares iniciales, glucosa y fructosa, en etanol y CO2. A su vez, 
el metabolismo de los aminoácidos y la descomposición de azúcares mediante 
otras rutas metabólicas, genera metabolitos secundarios que contribuyen al 
aroma y sabor del vino (Ciani et al., 2009; Cheng et al., 2015). En general, los 
compuestos volátiles derivados de esta primera fermentación (alcoholes y 
ésteres) constituyen el mayor porcentaje de la composición aromática de un 
vino. Las levaduras también son capaces de liberar, mediante simples 
reacciones enzimáticas, compuestos que impactan en el aroma del vino, tales 
como terpenoles o tioles varietales (Belda et al., 2017b).    
Las bacterias del ácido láctico (BAL) constituyen uno de los grupos de 
microorganismos más relevantes en vinificación, por ser responsables de la 
decarboxilación del ácido L-málico a ácido L-láctico, mediante un proceso 
conocido como fermentación maloláctica (FML) que, en general, ocurre luego de 
la FA. La FML es un proceso requerido en vinos tintos, y en algunos blancos, 
dado que los convierte en más agradables al paladar debido a su deacidificación 
e incremento del pH, además de contribuir a la estabilidad microbiana 
(remoción del ácido L-málico como fuente de carbono) y a la modificación del 
perfil aromático (liberación de diacetilo y otros compuestos carbonílicos a partir 
de ácido cítrico, que contribuyen al aroma mantecoso del vino), ligado a las 
actividades enzimáticas de las BAL (Henick-Kling & Stoewsand, 1993; Maicas 
& Gonz, 1999; Ugliano et al., 2003; Lerm et al., 2010). Oenococcus oeni es la 
típica especie bacteriana aislada de procesos espontáneos de FML, si bien 
algunos Lactobacillus, y en particular la especie Lactobacillus plantarum, han 
mostrado ser adecuadas para conducir esta fermentación secundaria (Henick-
Kling & Stoewsand, 1993; Maicas & Gonz, 1999; Ugliano et al., 2003; Lerm et 
al., 2010)(Figura I.3). 
 
 





Figura I.3. Efectos metabólicos de levaduras y bacterias en ambos procesos 
fermentativos (FA y FML) durante la elaboración de vino, a partir de mosto de uva 
(Borneman et al., 2013).   
 
I.3. Factores que influyen en la calidad del vino  
 
La calidad de un vino no sólo depende de los procesos fermentativos 
desarrollados en bodega, sino también de un conjunto de factores ambientales 
y biológicos que ocurren en el viñedo. La vid, como otras especies vegetales, 
muestra variaciones en sus caracteres morfológicos y fisiológicos según las 
condiciones del ambiente en el que vive, donde inciden factores de diversa 
naturaleza que condicionan su desarrollo. La industria vitivinícola reconoce la 
calidad de un vino por su potencial de expresión de la región de origen; término 
mejor identificado como terroir. Como se mencionó, la definición de terroir 
incluye la especificidad del suelo, la topografía, el clima, las características del 
paisaje y los factores de biodiversidad. En este sentido, y a partir de las nuevas 
exigencias de calidad y las demandas del mercado vitivinícola, surge la 
necesidad de mejorar las prácticas agrícolas y las enológicas de modo que su 
implementación conduzca a una mejor expresión del terroir en los vinos 
producidos. La investigación del terroir persigue actualmente dos objetivos: i- 
descifrar los ciclos biogeoquímicos de macro y micronutrientes, distintivos 
biológicos y químicos del terroir (ej., enfoque metagenómico y huellas digitales 
regionales) y ii- efectuar el denominado “terroir zoning”, aplicando tecnologías 
geoespaciales (monitoreo de calidad de suelo y de gestión de manejo del cultivo 
para optimizar su calidad)(Vaudour et al., 2015). La perspectiva de facilitar el 
control del terroir espacial plantea otro gran desafío, la sustentabilidad del 
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terroir y la construcción de estrategias de manejo eficiente de la relación 
suelo/viticultura, que puedan aplicarse y evaluarse a diferentes escalas 
(Vaudour et al., 2015). 
I.4 Factores abióticos condicionantes del cultivo de la vid 
 
I.4.1. Clima  
 
Como todo cultivo agrícola, la vid posee limitantes, ya que su 
productividad y calidad se circunscriben a determinadas condiciones 
ambientales, siendo la más restrictiva el clima. Para cereales como maíz, trigo 
o soja, el clima permite su cultivo en un amplio rango geográfico, en tanto para 
café, cacao y vid, este rango se reduce (Jones & Schultz, 2016). Lograr que los 
racimos de una vid adquieran la perfección y armonía deseables para obtener 
un producto de calidad, requiere de un clima óptimo y de prácticas agrícolas 
adaptadas a ese clima; sin embargo, no resulta fácil, ya que la relación 
clima/producción/calidad difiere para cada variedad de uva. 
La producción de Vitis vinifera L. se implementó en numerosas regiones 
del mundo, y el verdadero desafío consiste en producir uvas de calidad óptima 
para vinificación. Significa que alcancen los niveles de azúcares que soporten 
grados óptimos de alcohol, cierto grado de acidez, y determinada cantidad de 
compuestos fenólicos responsables del color, entre otros aspectos (Mozell & 
Thachn, 2014). El cultivo de la vid es típico de regiones mediterráneas. No 
obstante, el cambio climático ha comenzado a generar efectos drásticos que, 
según las predicciones, impactarían en el ecosistema de viñedos de dichas áreas 
geográficas (Hannah et al., 2013). Por esta razón, la viticultura se está 
expandiendo hacia regiones de climas fríos, pese al incremento en los costos de 
producción, la elevada variabilidad climática, y la vulnerabilidad de la vid a 




Los elementos topográficos representan otro aspecto que influye en la 
vitivinicultura. El relieve del terreno conlleva la adaptación de los viñedos a la 
altitud, grado de inclinación y exposición solar. La altitud juega un papel 
importante en la selección del sitio y en la variedad de uva a cultivar. De igual 
forma, el grado de inclinación del terreno posiciona al viñedo en dirección 
Norte/Sur o viceversa, afectando la cantidad de UV disponible (luz solar), el 
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grado de erosión del suelo, el nivel de drenaje del agua y el microclima de la 
canopia de la vid (Fraga et al., 2014). El relieve topográfico también puede 
afectar la composición de la materia orgánica del suelo, a través de su erosión 
(Bergstrom et al., 2001). Esto constituye otro factor determinante en la 
implementación de ciertas prácticas vitícolas, repercutiendo en las 
características del suelo y modulando el sistema radicular de las plantas, así 




El suelo constituye el sustento de las plantas, su reservorio de agua y 
nutrientes y el regulador de los elementos climáticos (ej., temperatura y 
precipitación) que actúan sobre las mismas. Constituye uno de los aspectos 
determinantes del terroir, por su contacto con el sistema radicular, siendo 
responsable directo de los factores de crecimiento que permiten condiciones 
fisiológicas y de rendimiento favorables (Guerra & Steenwerth, 2012). Así, vides 
bajo las mismas condiciones climáticas pueden presentar diferente vigor en 
función de la variabilidad del suelo.  
El suelo se estudia a través de su perfil, analizando una sección o corte 
vertical que incluya todas las capas que hayan sido alteradas en el curso de su 
formación. Las capas se denominan horizontes y cada una se individualiza por 
sus propiedades físicas, químicas, fisicoquímicas, mineralógicas, biológicas y 
estructurales. Un mismo suelo puede tener varias texturas o varios contenidos 
en materia orgánica, dependiendo de sus horizontes.  
El objetivo de un análisis de suelo consiste en caracterizar la unidad 
taxonómica (tipo de suelo) mediante una descripción macromorfológica completa 
de sus propiedades visibles y medibles en el campo y una descripción 
micromorfológica, de cuantificación de propiedades medibles en el laboratorio. 
La proporción de componentes determina las propiedades físicas y mecánicas 
del suelo: textura, estructura, color, permeabilidad, porosidad, drenaje, 
consistencia, profundidad efectiva. Por ejemplo, la textura de un suelo, 
determinada por la proporción de tamaños de partículas que lo constituyen, 
influye en la facilidad de abastecimiento de nutrientes, agua y aire, 
fundamentales para la vida de las plantas. Se ha corroborado que el contenido 
de arcilla de un suelo puede limitar la absorción y retención del agua, y reducir 
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el acceso de las raíces a profundidades donde podrían obtener más nutrientes 
(Fraga et al., 2014).  
La buena gestión del suelo de un viñedo implica considerar distintos 
aspectos: control de hierbas, conservación y mejora de nutrientes, gestión del 
agua, optimización de la biodiversidad respecto al buen manejo de plagas y 
preservación de insectos benéficos (Guerra & Steenwerth, 2012). La buena 
gestión del suelo repercute en la calidad del vino producido, y la diversidad 
microbiana del mismo resulta esencial para el óptimo funcionamiento del 
ecosistema (Bissett et al. 2007; Brussaard et al. 2007).  
Los microorganismos del suelo desarrollan parte de los ciclos 
biogeoquímicos, de descomposición de la materia orgánica y de flujo de energía, 
de ahí su importancia en las funciones ecológicas del mismo (Doran & Zeiss, 
2000; Sotomayor-Ramírez et al., 2009; Shi et al., 2013). La protección de la 
diversidad microbiana contribuye, en gran medida, a la sustentabilidad del 
suelo y a la reducción de riesgos y degradación de los ecosistemas (Wasaki et 
al., 2005). Las comunidades microbianas son sensibles a los cambios generados 
por ciertas prácticas agrícolas, tales como sistema de cultivo, labranza, riego, 
fertilización, aplicación de plaguicidas, intensidad de producción, 
homogeneidad de sistemas agrícolas y factores ambientales (Doran & Zeiss, 
2000; Chaparro et al., 2012; Shi et al., 2013; Chen et al., 2016). También 
pueden verse afectadas por factores como propiedades fisicoquímicas del suelo, 
identidad de especies vegetales con que interactúan, clima y su variabilidad 
temporal, características geográficas del sitio, prácticas agrícolas y forestales. 
Comprender la dinámica de cambio de las comunidades microbianas en 
ambientes naturales y antrópicos resulta clave para diseñar estrategias 
productivas en equilibrio con el ambiente. 
I.5. Los microorganismos en el ambiente 
 
El planeta Tierra contiene una enorme diversidad microbiana constituida 
por organismos procariotas, hongos, protozoos, algas y virus, que conforman la 
mayoría de la biomasa terrestre. Al conjunto de microorganismos que habita 
determinado ambiente se lo define como microbiota (Robinson et al., 2010). La 
actividad y diversidad de la microbiota constituyen algunos de los 
condicionantes de la fertilidad, estabilidad y funcionamiento de ecosistemas y 
agroecosistemas. La diversidad microbiana resulta esencial para garantizar los 
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ciclos de nutrientes y los procesos de descomposición del material orgánico, 
mediante procesos de oxidación, reducción, degradación y mineralización, así 
como por interacciones inter e intra-específicas reguladas por los 
microorganismos que habitan un nicho ecológico. Profundizar el conocimiento 
de la diversidad microbiana constituye una línea de investigación relevante para 
comprender el funcionamiento de los ecosistemas y de los diferentes procesos 
que ocurren en los mismos (López-Reyes et al. 2015; Acinas, 2007; Cadena-
Zamudio & Martínez-Peña, 2016).  
Los procariotas (bacterias y arqueas) son componentes esenciales de la 
microbiota terrestre, y catalizan transformaciones únicas e indispensables en 
los ciclos biogeoquímicos de la biósfera. Constituyen gran parte de la diversidad 
genética del planeta; se estima la existencia de 4 a 6 x 1030 células procariotas 
en la biósfera terrestre, ubicadas principalmente en la sub-superficie terrestre 
(0,25 - 2,5 x 1030 células), en la sub-superficie oceánica (3,5 x 1030 células), en 
el suelo (2,6 x 1029 células) y en las aguas oceánicas (1,2 x 1029 células) 
(Whitman et al., 2007).Respecto a la diversidad bacteriana, se ha reportado que 
1 tonelada de suelo puede contener hasta 4 x 106 taxas diferentes (Curtis, Sloan, 
& Scannell, 2002), evidenciando así su importancia. En relación a los hongos, 
los mismos impactan en procesos fundamentales del suelo, como 
descomposición, agregación, liberación y almacenamiento de nutrientes 
(Christensen, 1989). Las levaduras, hongos con forma unicelular predominante 
en su ciclo de vida, se han detectado en suelos de todo el mundo (Vishniac, 
2006; Botha, 2011), si bien su relevancia en el funcionamiento del mismo no 
está bien dilucidada. Las levaduras influyen en la agregación del suelo, 
contribuyen a los ciclos de nutrientes e interactúan con la vegetación (Cloete et 
al., 2009). Si bien se han estudiado durante más de un siglo (Botha, 2011; 
Masinova et al., 2017), poco se conoce aún sobre su diversidad, habiéndose 
reportado unas 130 especies en suelos de diferentes regiones del mundo.  
Los microorganismos establecen asociaciones complejas y dinámicas con 
las plantas, que varían entre las mutuamente beneficiosas y el comensalismo o 
las patogénicas (Raaijmakers et al., 2009; Newton et al., 2010). Las asociaciones 
planta-microorganismo ejercen un papel clave en la calidad del suelo y en la 
productividad y sanidad de las plantas, a través de mecanismos directos o 
indirectos, como mineralización de la materia orgánica, activación de 
mecanismos vegetales de defensa, y producción de antibióticos contra 
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fitopatógenos (Lugtenberg & Kamilova, 2009; Compant et al., 2010; 
Bhattacharyya & Jha, 2012; Souza et al., 2015; Pérez-Portuond et al., 2017). Al 
grupo de bacterias capaces de desarrollar relaciones benéficas con plantas se lo 
conoce como Rizobacterias Promotoras del Crecimiento Vegetal (Plant Growth 
Promoting Rhizobacteria - PGPR). Las PGPR pueden colonizar tanto la superficie 
de plantas (epífitas) como su interior (endófitas). El empleo de PGPR conduce al 
sustento de una adecuada nutrición vegetal y a la reducción de efectos 
ambientales negativos como fertilizantes químicos. La rizósfera (tierra que rodea 
las raíces vegetales) es el origen más probable de muchos de estos organismos. 
El concepto rizósfera involucra tanto al suelo influenciado por el sistema 
radicular de plantas y tejidos de la raíz como al suelo que rodea este sistema, 
donde las propiedades físicas, químicas y biológicas pueden variar, modificadas 
por el crecimiento y la actividad radicular (Antoun & Prevost, 2006). La rizósfera 
puede contener hasta 1011 células microbianas/gramo raíz (Egamberdieva et 
al., 2008; Zhang et al., 2019) y más de 30.000 especies procariotas, cuya 
mayoría aporta funciones benéficas para la productividad de la planta (Mendes 
et al., 2013). La rizósfera se subdivide en tres zonas básicas: endorizósfera, que 
consiste en el tejido de la raíz, incluyendo la endodermis y capas corticales; el 
rizoplano, que es la superficie de la raíz a la que se adhieren las partículas del 
suelo y los microbios (formada por la epidermis, la corteza y la capa de 
polisacáridos), y la ectorizósfera, o porción más externa, consistente en el suelo 
inmediatamente adyacente a la raíz (Prashar et al., 2013). Las raíces de las 
plantas liberan al ambiente, por exudación, secreción y deposición, gran 
variedad de compuestos orgánicos que convierten a la rizósfera en una zona con 
mayor concentración de nutrientes que el seno del suelo. Este hecho promueve 
un mayor número de poblaciones microbianas activas en la zona radicular 
(Grayston et al., 1996), fenómeno conocido como efecto rizosférico (Antoun & 
Prévost, 2006). Estos microorganismos estimulan el crecimiento vegetal por 
diferentes mecanismos, como fijación biológica de nitrógeno atmosférico (FBN), 
producción de fitohormonas, disponibilidad de minerales y control de 
fitopatógenos. Algunas PGPR impulsan el desarrollo de la raíz (Mantelin & 
Touraine, 2004), alterando su arquitectura por acción de fitohormonas, como el  
ácido indol acético, resultando en un incremento del área superficial y del 
número de pelos radiculares. Esta estimulación favorece la defensa de la planta 
frente a patógenos y se relaciona con la tolerancia inducida al estrés. Las 
ventajas otorgadas por las PGPR a las plantas hacen cada vez más frecuente la 
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inoculación del suelo con las mismas, con el fin de incrementar la productividad 
de los cultivos.  
La estructura de la comunidad bacteriana de rizósfera está influenciada 
por factores bióticos y abióticos. Las interacciones PGPR-planta son complejas 
y dependen del tipo de planta y de suelo. Las raíces influyen en la estructura de 
la comunidad microbiana de rizósfera, a través de su morfología y del 
enriquecimiento selectivo del medio por sus exudados (Berg & Smalla, 2009). 
Los genotipos vegetales juegan también un rol importante en la interacción 
planta-microorganismos benéficos, como se ha demostrado a través de la 
respuesta de diferentes cultivares a un mismo organismo inoculado. La 
inoculación con PGPR afecta la colonización de las raíces, el tamaño de 
población de comunidades microbianas sobre la superficie de la planta y la 
composición de dichas comunidades (Smith & Goodman, 1999). La etapa del 
desarrollo de la planta también cumple un papel crítico en la estructura de la 
comunidad rizosférica. La rizósfera de una planta joven está habitada, 
principalmente, por especies bacterianas con tasas de crecimiento rápido, que 
utilizan sustratos simples proporcionados por rizodeposición (Brimecombe et 
al., 2001). El envejecimiento vegetal produce un desplazamiento hacia 
comunidades bacterianas con menores tasas de crecimiento y con capacidades 
para degradar sustratos más complejos. En un estudio comparativo de 
diversidad de especies bacterianas del género Pseudomonas, en lino y tomate, 
se halló que las poblaciones aisladas de suelos no cultivados diferían de las 
aisladas de plantas (rizósfera, rizoplano o tejido de la raíz). El análisis de los 
aislamientos mostró que la planta es capaz de seleccionar las especies del 
género Pseudomonas y que dicha selección resultó más evidente en lino que en 
tomate (Lemanceau et al., 1995). Otro estudio de diversidad bacteriana en 
rizósfera de frutilla (Fragaria ananassa), de colza (Brassica napus L.) y de papa 
(Solanum tuberosum) mostró cambios dependientes de la planta, en relación a 
la abundancia relativa de poblaciones, que resultaron más pronunciados en el 
segundo año de crecimiento del cultivo (Smalla et al., 2001). Los patrones de 
comunidades rizosféricas de plantas anuales de colza y papa fueron similares, 
pero diferentes del patrón de la planta perenne de frutilla.  
El suelo afecta a las poblaciones microbianas a través de efectos directos 
y/o indirectos sobre su crecimiento y el de la planta hospedadora. Entre ellos, 
sus propiedades fisicoquímicas (pH, humedad y disponibilidad de agua, 
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salinidad, textura, materia orgánica, etc.) y la presencia o ausencia de pesticidas 
y otras sustancias xenobióticas. Estos factores abióticos también influyen 
directamente en la actividad de las PGPR y, probablemente, en su efecto sobre 
el crecimiento vegetal y la dinámica de las comunidades microbianas de raíz 
(Antoun & Prévost, 2006). Los tipos bacterianos predominantes en rizósfera son 
aquéllos que resultaron colonizadores eficientes de raíz. Entre los hongos, los 
micorrízicos constituyen un grupo importante para una agricultura 
sustentable. Desarrollan asociaciones distinguibles según su morfología y de 
acuerdo a la planta y hongo involucrados. Se clasifican en ectomicorrizas y 
endomicorrizas; entre estas últimas, la micorrícico-arbuscular es la más 
distribuida, ya que un 80% de las especies de plantas vasculares terrestres 
presentan micorrizas arbusculares asociadas (Qiu et al., 2006; Lee et al., 2013). 
A través de esta asociación, los hongos facilitan la absorción de nutrientes 
minerales del suelo a cambio del carbono asimilado por las plantas (Smith & 
Read, 2008). Se trata de hongos biotrofos obligados, miembros del orden 
Glomerales, considerados como el grupo más antiguo de organismos que viven 
en simbiosis con plantas terrestres (Redecker et al., 2000). Se considera que 
esta relación simbiótica se estableció hace unos 460 millones de años y habría 
desempeñado un rol importante en el establecimiento de las plantas en el suelo 
(Redecker et al., 2000). Producen estructuras muy ramificadas, llamadas 
arbúsculos, donde el hongo crece en el interior de la raíz, entre la pared y la 
membrana celular de células de la corteza radicular. Así, el hongo puede 
absorber nutrientes del suelo (especialmente P) que luego transporta a la raíz, 
a través de las hifas (Smith & Read, 2008). Otras funciones asociadas con la 
respuesta de las plantas a la colonización por hongos micorrícicos arbusculares 
jugarían potenciales roles en la determinación de la diversidad vegetal, la 
variabilidad de los ecosistemas y la productividad (Munkvold et al., 2004; Smith 
et al., 2004). 
Como se mencionó, la rizósfera es un sitio de elevada actividad 
microbiana y estudios recientes indican que la micorrizósfera también lo es, y 
que las bacterias de suelo pueden asociarse a la región extra-radical de las hifas 
(Toljander et al., 2006; Jansa et al., 2013). Asimismo, se ha descripto la 
influencia de los hongos micorrícicos arbusculares en la composición de la 
comunidad bacteriana, tanto in vivo como in vitro.Marschner et al. (2001) 
analizaron de qué modo la inoculación con hongos micorrícicos arbusculares 
modificaba la composición de la comunidad rizosférica de plantas de maíz. 
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Describieron diferencias en las comunidades bacterianas de plantas 
micorrizadas y no micorrizadas, y señalaron que estas diferencias aumentaban 
si los ensayos se prolongaban en el tiempo. Toljander et al. (2007) demostraron 
que los exudados de hongos micorrícicos arbusculares tenían efecto directo 
sobre la comunidad bacteriana del suelo. Ordoñes et al. (2016) analizaron la 
relación entre bacterias solubilizadoras de P y hongos micorrícicos arbusculares 
y describieron los efectos sobre el crecimiento de diferentes cepas bacterianas y 
de estas últimas sobre el crecimiento de hifas extra-radiculares, en raíces de 
zanahoria y de papa. Estos resultados demuestran que ambos grupos de 
microorganismos de rizósfera interactúan entre sí (Ordoñes et al., 2016). 
I.6. Mecanismos de promoción directa del crecimiento 
vegetal 
 
I.6.1. Fijación de nitrógeno  
 
El nitrógeno (N) es un elemento esencial que conforma gran parte de las 
macromoléculas celulares. El N2 molecular, es también el componente 
mayoritario de la atmósfera; es inerte y no aprovechable directamente por la 
mayoría de los seres vivos. La fijación de N puede ocurrir de manera abiótica 
(sin intervención de seres vivos) o por acción de microorganismos (fijación 
biológica de N, FBN). La FBN es un proceso muy importante que permite reducir 
considerables cantidades de N atmosférico, y está presente en diferentes taxa 
de bacterias y arqueas, mejor conocidas como diazótrofos (Saharan & Nehra, 
2011). El 80% de la FBN la llevan a cabo organismos diazótrofos en simbiosis 
con legumbres, a los que se conoce como rizobios. 
Los rizobios habitantes del suelo, Alfaproteobacteria y Betaproteobacteria, 
poseen capacidad de asociarse en simbiosis con raíces de leguminosas y fijar N2 
atmosférico, al que convierten en amonio. El establecimiento de la simbiosis 
rizobio-leguminosa es el resultado de una compleja serie de eventos coordinados 
de comunicación y diferenciación entre ambos organismos simbiontes, que dan 
lugar a una estructura radicular altamente especializada: el nódulo maduro 
fijador de N2 (Oldroyd et al., 2011; Saeki, 2011; Oldroyd, 2013). Esta 
característica de las simbiosis con rizobios ha promovido su uso extensivo como 
inoculantes, con el propósito de incorporar N2 atmosférico en los sistemas 
agrícolas, incrementando la producción vegetal y contribuyendo a la fertilidad 
nitrogenada de los suelos. También existen bacterias de vida libre -
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Cyanobacterias, Pseudomonas, Azospirillum, Azotobacter- que bajo ciertas 
condiciones son capaces de fijar cantidades significativas de N2 –0 a 60 kg 
N2/ha/año-(Orr et al., 2011). Esto resulta de particular interés en suelos con 
baja proporción de N disponible. 
 
I.6.2. Solubilización de fósforo  
 
El P es, después del N, el mayor nutriente limitante para las plantas. 
Interviene en la fotosíntesis, en procesos de almacenamiento y transferencia de 
energía, en la división celular y promueve la formación y crecimiento de las 
raíces. Los mayores depósitos de este mineral se encuentran en formas no 
asimilables, y por tanto no disponibles, para el crecimiento de la planta (Glick,  
2012).  
Los Microorganismos Solubilizadores de Fosfatos (Phosphorous 
Solubilizing Microorganisms - PSM) poseen la capacidad de convertir el P 
insoluble en una forma accesible para la planta. Los géneros PSM con mayor 
potencial para solubilizar P son Pseudomonas, Bacillus, Rhizobium y 
Enterobacter (Khan et al., 2009). La solubilización del fósforo inorgánico ocurre 
por acción de ácidos orgánicos de bajo peso molecular, como glucónico y cítrico, 
sintetizados por diversas bacterias del suelo (Rodríguez & Fraga, 1999; 
Rodriguez et al., 2004; Glick, 2012). La mineralización del fósforo orgánico 
ocurre también a través de la síntesis de distintas fosfatasas, que catalizan la 
hidrólisis de ésteres fosfóricos (Rodríguez & Fraga, 1999). Es importante 
destacar que la solubilización de fosfato y su mineralización pueden coexistir en 
la misma cepa bacteriana (Rodríguez & Fraga, 1999; Glick, 2012). 
 
I.6.3. Producción de fitohormonas  
 
La mayoría de las bacterias rizosféricas producen fitohormonas similares 
a las sintetizadas por plantas, que pueden afectar significativamente el 
crecimiento, división o extensión de las raíces (Glick, 2014). Éste constituye uno 
de los aspectos de mayor importancia de las PGPR, que suscita gran interés 
desde un punto de vista agrícola. Las fitohormonas son mensajeros químicos 
cuya función es controlar gran número de eventos relativos al crecimiento 
vegetal, como desarrollo de raíces, caída de hojas, floración, fructificación y 
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germinación de semillas. También participan en la tolerancia de las plantas a 
distintos tipos de estrés. Las principales son auxinas, giberelinas y citoquininas.  
Se han identificado cuatro giberelinas en siete especies bacterianas: 
Acetobacter diazotrophicus, A. lipoferum, A. brasilense, Bacillus licheniformis, B. 
pumilus, Herbaspirillum seropedicea y Rhizobium phaseoli. Otras PGPR 
sintetizan auxinas, que influyen en el crecimiento radicular, la elongación 
celular, la diferenciación de tejidos, la promoción del crecimiento vegetal y las 
respuestas a la luz y a la gravedad. Respecto a las auxinas, los principales 
géneros y especies bacterianas productores de las mismas son Azospirilum, 
Pseudomonas spp. y Bacillus megaterium. Las citoquininas están involucradas 
en varios procesos de diferenciación celular, incluyendo la formación de brotes 
y el crecimiento primario de la raíz. Estas fitohormonas se han detectado en 
algunas cepas de Azotobacter spp., Rhizobium spp., Pantoea agglomerans, 
Rhodospirillum rubrum, Pseudomonas fluorescens, Bacillus subtilis y 
Paenibacillus polymyxa (Williams & De Mallorca, 1982; Nieto & Frankenberger, 
1989; Garcia de Salamone et al., 2001; Lal & Tabacchioni, 2009). 
 
I.6.4 Producción de sideróforos 
 
  Pese a que el hierro es el cuarto elemento en abundancia en la Tierra, en 
suelos aeróbicos no resulta fácilmente asimilable por bacterias o plantas, ya que 
la forma predominante, el Fe+3, es poco soluble y extremadamente baja la 
cantidad disponible para asimilación por organismos vivos (J. F. Ma, 2005). 
Microorganismos y plantas requieren de una elevada cantidad  de hierro, y 
obtenerlo de la rizósfera es problemático porque allí compiten por este elemento 
plantas, bacterias y hongos (Guerinot & Yi, 1994). Para sobrevivir con un 
suministro limitado, las bacterias sintetizan sideróforos, moléculas con 
excepcional afinidad por Fe+3, y receptores de membrana, capaces de unirse al 
complejo Fe-sideróforo, facilitando su absorción (Crowley, 2006; Hider & Kong, 
2010). Los beneficios de los sideróforos bacterianos en el crecimiento vegetal 
han sido demostrados en varios trabajos (Siebner-Freibach et al., 2003; Jin et 
al., 2006; Vansuyt et al., 2007; Robin et al., 2008) La provisión de hierro para 
las plantas, por parte de bacterias del suelo, es aún más importante cuando las 
mismas se encuentran expuestas a situaciones de estrés ambiental, como 
contaminación por metales pesados (Burd et al., 2000; Belimov et al., 2005; 
Braud et al., 2010). 
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I.7. Mecanismos de promoción indirecta del crecimiento 
vegetal 
 
I.7.1. Control biológico 
 
La capacidad de promover el crecimiento vegetal por acción de “bacterias 
controladoras” ha sido motivo de gran interés, particularmente para 
comprender los mecanismos que utilizan y emplearlas en reemplazo de 
pesticidas químicos. Como vía de defensa contra patógenos, las PGPR pueden 
utilizar los siguientes mecanismos (Beneduzi et al., 2012).  
- Control de fitopatógenos. Los pesticidas biológicos promueven el crecimiento 
vegetal de manera indirecta, reduciendo la incidencia de enfermedades. 
Actualmente se emplean cepas de los géneros Agrobacterium, Pseudomonas y 
Bacillus, que se aplican a campo o en invernadero para reducir daños causados 
por patógenos de suelo, foliares o post-cosecha (Ongena & Jacques, 2007).  
Los mecanismos de acción involucrados son diversos, y una cepa 
determinada puede actuar a través de varios mecanismos expresados de 
manera sucesiva, simultánea y/o sinérgica (Alabouvette et al., 2009). Dos son 
los principales, la interacción directa con el patógeno por antagonismo y la 
interacción con la planta hospedadora por inducción de resistencia sistémica 
(Alabouvette et al., 2009; Heydari & Pessarakli, 2010).  
Las formas más comunes de antagonismo son: parasitismo, competencia 
por nutrientes o tejidos vegetales y antibiosis. La antibiosis consiste en la 
producción de metabolitos secundarios tóxicos para otros microorganismos. Es 
un fenómeno habitual en el biocontrol y lo realizan muchas bacterias 
biocontroladoras como Pseudomonas spp. fluorescentes (Haas & Défago, 2005), 
Bacillus spp. (Stein et al., 2005) y Streptomyces spp. (Challis & Hopwood, 2003). 
- Síntesis de enzimas líticas. Algunas bacterias producen enzimas como 
quitinasas, celulasas, glucanasas, proteasas y lipasas, capaces de lisar las 
paredes celulares de hongos patógenos. Se ha demostrado que las PGPR que 
sintetizan una o más de estas enzimas, poseen actividad de control biológico 
contra hongos patógenos como Botrytis cinerea, Fusarium oxysporum, 
Phytophthora spp., Rhizoctonia solani y Pythium ultimum (Frankowski et al., 
2001), Fusarium oxysporum, Phytophthora spp., Rhizoctonia solani y Pythium 
ultimum, (Pérez Rojas et al., 2015). 
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- Sideróforos. Algunas cepas bacterianas pueden ejercer control biológico a 
través de los sideróforos que producen. Éstos evitan que ciertos fitopatógenos 
asimilen la cantidad suficiente de hierro, limitando su capacidad de 
proliferación (Kloepper et al., 1980). Las bacterias biocontroladoras tienen 
capacidad de producir sideróforos con mayor afinidad por hierro que los hongos 
patógenos (Bakker & Schippers, 1987), evitando así su proliferación en la 
rizósfera de la planta hospedadora (Sullivan & O’Gara, 1992).  
Una visión más integral del biocontrol se basa en los denominados 
“suelos supresores”, donde la defensa de la planta reside en el microbioma. Las 
raíces vegetales estimulan, enriquecen y favorecen el desarrollo de ciertos  
microorganismos de suelo, como primera línea de defensa contra patógenos 
(Weller et al., 2002; Schlatter et al., 2017). La investigación sobre suelos 
supresores intenta comprender cómo los microbiomas nativos pueden reducir 
una enfermedad, incluso en presencia del patógeno, del hospedador susceptible 
y de un entorno favorable. La caracterización de este tipo de actividades requiere 
de un enfoque global, que permita identificar la cantidad y el tipo de 
microorganismos involucrados. 
I.8. Análisis de comunidades microbianas  
 
El estudio de la diversidad microbiana en ambientes naturales constituye 
uno de los principales retos a los que se enfrenta la Microbiología. La dificultad 
de análisis de la ecología microbiana reside en la enorme diversidad de 
organismos existentes y en la complejidad de cada ambiente. Las bacterias 
poseen una amplia diversidad genética y un potencial metabólico flexible, como 
resultado de su capacidad adaptativa para sobrevivir en ambientes adversos 
(Berdy, 2012). Dado su importante rol en distintos entornos, se han dedicado 
grandes esfuerzos al estudio de comunidades microbianas que habitan 
ambientes con diferentes características. De las especies bacterianas existentes, 
sólo un máximo del 1% pueden cultivarse en el laboratorio (Amann et al., 1995). 
El fenómeno de la “no cultivabilidad” celular a partir de muestras ambientales 
se observó por primera vez en 1985, al detectar discrepancias entre el número 
de UFC/placa y los recuentos al microscopio (Staley & Konopka, 1985). ). Las 
células “no cultivables” pueden agruparse en dos amplias categorías no 
excluyentes: i- grupos bacterianos sin representantes cultivables (también 
llamadas “yet-to-be-cultivated cells” o “células a ser cultivadas”) debido al no 
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hallazgo de medios adecuados, y ii- bacterias pertenecientes a grupos que han 
sido previamente cultivados y cuyas células están vivas pero incapaces de 
replicarse (“non-dividing cells” o “células que no se dividen”) (Puspita et al., 
2012). En ambientes con baja disponibilidad de nutrientes (ej. desiertos) la 
proporción de bacterias cultivables es menor que en ambientes ricos en 
nutrientes (materia fecal y lodo activado) (Puspita et al., 2012). 
El estado “viable no cultivable” (VNC) en microorganismos no 
bacterianos, particularmente eucariotas, no ha recibido mucha atención. Sin 
embargo, se ha sugerido que las levaduras vínicas pueden alcanzar dicho estado 
(Millet & Lonvaud-Funel, 2000). Estudios recientes indican que el dióxido de 
azufre, agente antimicrobiano utilizado en la conservación de alimentos, induce 
un estado VNC en la levadura Brettanomyces, que produce aromas 
desagradables en el vino (du Toit et al., 2005; Agnolucci et al., 2010).  
En los últimos años, y a través de enfoques metagenómicos, es decir, 
estrategias orientadas a la caracterización genómica sin cultivo de 
microorganismos, se abrieron nuevos horizontes para analizar la diversidad 
microbiana y explorar su función, con herramientas informáticas y de screening 
experimental. La potencialidad de este enfoque, basado en la obtención del DNA 
total de muestras naturales, su secuenciación y la búsqueda de funciones 
específicas, resulta muy promisorio para estudiar comunidades microbianas 
crípticas/recalcitrantes, y en la búsqueda de nuevas actividades y moléculas de 
interés básico y/o industrial. 
I.9. Significado, importancia y tipos de biodiversidad  
 
La biodiversidad hace referencia a la variedad de la vida en nuestro 
planeta, incluyendo las especies animales, de plantas y los microorganismos, 
así como la variabilidad de los ecosistemas entre sí. Es un concepto muy amplio 
que no sólo se refiere a los ecosistemas y sus componentes vivos, sino a los 
procesos ecológicos y evolutivos que los mantienen en funcionamiento (Morris 
et al., 2014). Algunas definiciones de biodiversidad y diversidad biológica son 
las que se mencionan a continuación: “La variedad de seres vivos, sus relaciones 
y sus interacciones con el ambiente que habita” (Janetos, 1997), “La 
biodiversidad es el conjunto de todas las especies de plantas, animales y 
microorganismos y su variación en los ecosistemas y procesos ecológicos de los 
que forman parte” (McNeely et al., 1990), “La variabilidad de organismos vivos 
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de todas las clases, incluida la diversidad interna de las especies, entre las 
especies y de los ecosistemas” (“Convenio sobre la Diversidad Biológica,” 1992) 
“La biodiversidad a nivel de especies es el número de especies diferentes que 
aparecen simultáneamente en un área”(Halffter et al., 2001). 
La diversidad microbiana en cualquier ambiente, y en particular la 
procariota (bacterias y arqueas), supera ampliamente la diversidad de especies 
multicelulares. Según el censo oceánico realizado en 2010, existen unas 
230.000 especies macroscópicas que habitan los océanos, mientras las especies 
bacterianas se calculan en 2x106 (Curtis et al., 2002). Estos datos expresan la 
relevancia del estudio de diversidad microbiana en diferentes ambientes. Es 
importante destacar que toda exploración de la diversidad requiere de 
referencias temporales y espaciales, que permitan realizar comparaciones 
(Koleff et al., 2008). A continuación se definen las medidas de biodiversidad para 
el estudio de un ecosistema (Zinger et al., 2012): 
- Diversidad Alfa: es la diversidad de especies existentes en un hábitat 
determinado. Se mide por la riqueza (número de especies) y la distribución de 
las mismas. La riqueza (R) hallada va a depender fuertemente del tipo de 
muestreo realizado. Para corregir el sesgo introducido por el muestreo, se 
utilizan estimadores de riqueza, como el Índice de Chao. Y para cuantificar la 
dominancia se emplea el Índice de Simpson (Magurran, 2004).  
- Diversidad Beta: es la tasa de cambio a lo largo de un gradiente o entre 
diferentes hábitats. Puede establecerse considerando sólo la composición de 
especies, mediante los índices de similitud de Jaccard o de Sorensen, o la 
abundancia relativa de especies, con los índices de Bray-Curtis o Morisita-Horn 
(Anderson et al.,  2011). 
- Diversidad Gamma: es la intrínseca de un sitio, es decir, comprende las 
diversidades Alfa y Beta. Estima la variedad de especies en una zona 
determinada, incluyendo todas las comunidades que se encuentran en el sitio.  
Cabe aclarar que las diversidades Alfa y Beta son independientes, razón por la 
cual un hábitat puede tener un valor de diversidad Alfa medio o elevado y un 
valor de diversidad Beta medio o bajo (Jost, 2007). 
I.10. Propiedades estructurales de una comunidad 
microbiana (índices de diversidad) 
 
El conjunto de especies que coexisten en lugar y tiempo constituyen una 
comunidad o consorcio (Begon et al., 2006). En un sistema microbiano, el 
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crecimiento celular forma poblaciones; las poblaciones metabólicamente 
relacionadas constituyen gremios y el conjunto de éstas interaccionan formando 
comunidades. Es decir, que las comunidades microbianas consisten de 
poblaciones de células de varias especies, que interactúan entre sí 
desarrollando diversas actividades funcionales al interior de la comunidad y con 
su hospedero (Diaz & Wacher, 2003). En el enfoque ecológico, la mayoría de las 
comunidades microbianas sufren perturbaciones intermitentes causadas por 
las variaciones del entorno o por la actividad antrópica.  
Las comunidades ecológicas pueden diferir en términos de tipo y número 
de especies que las componen. La estructura de una comunidad se evalúa 
mediante los parámetros composición y abundancia, en tanto su diversidad 
mediante riqueza y variabilidad. Tanto la estructura como la diversidad son 
atributos útiles para comparar comunidades microbianas, ya que miden 
particularidades de las mismas que pueden variar de modo independiente. Dos 
comunidades con igual riqueza, pero diferente patrón de distribución, tendrán 
valores de diversidad diferentes, siendo mayor el de la comunidad donde las 
especies se distribuyan con similar abundancia, y menor donde las poblaciones 
se distribuyan de modo menos equilibrado (Hedrick et al., 2000).  
Los parámetros más utilizados para estimar diversidad en comunidades 
microbianas son: la riqueza de especies (S) y la distribución de especies (equidad 
u homogeneidad) evaluado mediante los Índices de Shannon-Weaver y de 
Simpson. La riqueza de especies (S), se define como el número de diferentes 
organismos presentes en un ambiente (Magurran, 2004), sin considerar la 
importancia de los mismos (Moreno, 2001). El Índice de Shannon-Weaver (H) 
asume que todas las especies se encuentran representadas en las muestras; 
indica qué tan uniformes están representadas las mismas, considerando todas 
las muestreadas (Shannon & Weaver, 1949). El Índice de Simpson (1-D) mide 
la probabilidad que dos individuos de un hábitat, seleccionados al azar, 
pertenezcan a la misma especie. Mientras mayor sea su valor, mayor será la 
diversidad de la comunidad, ya que este valor depende tanto de la riqueza de 
especies, como de la regularidad o equidad con que los individuos están 
distribuidos entre las especies. La equidad u homogeneidad mide la abundancia 
de cada especie y qué tan uniformemente se encuentra distribuida (Magurran, 
2004). Una comunidad rica en especies, pero con distribución irregular de 
individuos, tendrá un índice menor que otra comunidad con menor riqueza, 
pero con individuos bien distribuidos. Por lo tanto, cuando se calcula la 
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diversidad para dos comunidades, aquélla con mayor valor D y más cercano a 
la Riqueza (S), será la más diversa.  
Si bien el estudio de la diversidad microbiana se vale de modelos 
utilizados en organismos superiores, se enfrenta experimental y 
conceptualmente a múltiples retos, como son (Rossello-Morá & Amann, 2001): 
i- el problema de la definición de especie, ii- la dificultad de recuperar e 
identificar los microorganismos de cada ambiente; iii- los problemas inherentes 
a la estimación estadística de la diversidad, en relación al tamaño de muestra 
necesario como representativo de la comunidad y la elección del estimador 
estadístico de diversidad adecuado. A los efectos prácticos, la diversidad 
microbiana se define frecuentemente como el número y la distribución de 
secuencias diferentes de un marcador filogenético específico o ribotipo, 
provenientes de una muestra ambiental; mientras que la estructura hace 
referencia a los patrones de distribución de ribotipos previamente identificados. 
Cuando se realizan estudios de biodiversidad a partir del gen del 16S 
rRNA, se obtienen numerosas secuencias de DNA que pueden representarse 
como Unidades Taxonómicas Operacionales (OTUs), las que pueden agruparse 
según el grado de similitud con respecto a una base de datos de referencia (80%, 
90% y 97%). Existe correlación entre el grado de similitud utilizado y los niveles 
taxonómicos. Se acepta que 97% se asemeja al nivel taxonómico de especie, 90% 
a familia y 80% a orden. Esta correlación es una generalización y debe 
emplearse con cuidado, puesto que en numerosos casos no se cumple.  
El número total de OTUs hallados en una muestra representa la Riqueza. 
Si todas las secuencias se distribuyen de modo homogéneo entre las diferentes 
OTUs, se dice que la muestra tiene un grado elevado de equidad u 
homogeneidad. Cuando una muestra posee un elevado número de OTUs 
(elevada R), y una distribución homogénea en cada OTU, se considera que posee 
un grado elevado de diversidad. Para cada OTU se toma una secuencia de DNA 
representativa de las ubicadas en el grupo y se compara con bases de datos, 
para así estimar el grupo taxonómico al que se relaciona esa OTU. 
 
I.10.1. Métodos de estudio de diversidad microbiana  
 
Con el avance en las técnicas de biología molecular, las comunidades 
microbianas se estudian aplicando herramientas que permiten analizar tanto la 
porción cultivable como la aún no cultivable. Como se mencionó, la mayoría de 
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los microorganismos (más del 99%) no han podido cultivarse en el laboratorio. 
Sin embargo, se han desarrollado metodologías moleculares alternativas que 
permiten conocer y analizar la diversidad microbiana de distintos ambientes. 
Los primeros métodos se basaron en el análisis de secuencias del gen 
16S rRNA (Stahl et al., 1984) ((procariotas) y/o de la región intergénica ITS, 
ubicada entre los genes 18S y 26S rRNA (hongos) (Martin & Rygiewicz, 2005); 
de huellas digitales o fingerprints de estos genes obtenidas por electroforesis 
con gradientes de temperatura (TGGE) (Thatcher & Hodson, 1981) o 
desnaturalizantes (DGGE) (Muyzer, Waal, & Uitierlinden, 1993); mediante 
hibridación fluorescente in situ (FISH) (Giovannoni et al., 1988) y analizando 
polimorfismos de longitud de fragmentos de restricción (RFLP) (y su variante, 
polimorfismo de longitud de fragmentos de restricción terminales o T-RFLP) 
(Moyer et al., 1994; Yu et al., 2009). Si bien estos métodos posibilitan evaluar 
la diversidad de una comunidad y la identificación y clasificación de los 
microorganismos, no permiten obtener información sobre sus características y 
las funciones que desempeñan. 
Los métodos de secuenciación masiva permitieron un notable avance en 
la identificación de microorganismos presentes en comunidades. Para Bacteria 
y Arquea el marcador utilizado es el gen 16S rRNA (Ward & Bateson, 1990; Zou 
et al., 2017). Su elección se basa en su valor como cronómetro evolutivo: está 
presente en todos los organismos y posee regiones con secuencias conservadas 
(útiles para diseño de primers) y otras con secuencias variables. Si bien se 
utilizaron otros marcadores (como dnaK33, amoA, nifH y otros genes del 
metabolismo de nitrógeno), el gen 16S rRNA sigue siendo el más indicado para 
analizar comunidades microbianas (Martini, 2016). 
Las tecnologías de secuenciación masiva también permiten determinar 
variaciones en la composición de comunidades durante un período de tiempo, 
espacialmente, por adición de un compuesto o sustrato, o luego de alguna 
perturbación del sistema. Este tipo de análisis sólo posibilita identificar los 
microorganismos presentes, pero no saber qué genes o funciones se encuentran 
activos, si bien las funciones pueden inferirse a partir de la composición y 
diversidad de la comunidad microbiana (Pérez-Valera et al., 2015). 
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I.10.2 Estudios ómicos e implementación de herramientas de 
secuenciación masiva (High Throughput Sequencing, HTS) 
 
Los estudios que involucran técnicas ómicas han permitido la integración 
y combinación de diversos tipos de información biológica (Haas et al., 2017). En 
estos estudios se incluyen: 
- Genómica: estudia la estructura, función, evolución y mapeo del DNA de 
individuos. 
- Transcriptómica: estudia y compara transcriptomas, o sea, el conjunto de RNA 
mensajeros (mRNA) o transcriptos presentes en una célula, tejido u organismo. 
Como los proteomas, los transcriptomas son variables, y muestran los genes 
que se expresan en un momento dado. 
- Proteómica: estudia y compara, cuali- y cuantitativamente, el perfil de 
proteínas (proteoma) de una célula, tejido u organismo, en un momento o 
condición particular. No sólo analiza la expresión génica, sino también las 
modificaciones post-traduccionales que pueden sufrir las proteínas, así como la 
interacción entre ellas. 
- Metabolómica: estudia y compara los metabolomas, o sea, la colección de 
metabolitos presentes en una célula, tejido u organismo, en un momento dado. 
Estos metabolitos incluyen a intermediarios metabólicos, hormonas y otras 
moléculas de señalización, así como metabolitos secundarios. 
- Metagenómica: estudia los genomas de una comunidad microbiana y 
constituye el primer paso para estudiar el microbioma. 
- Metatranscriptómica: es el análisis simultáneo de todos los mRNA presentes, 
proporcionando una evaluación más precisa de los procesos metabólicos que 
ocurren al momento de recolección de la muestra. 
 
Durante los últimos tres siglos y medio, la Microbiología experimentó una 
serie de transformaciones, que fueron modificando la postura de los 
microbiólogos en relación a cómo ver y estudiar los microorganismos. Desde 
1880 en adelante, el mundo microbiológico estuvo restringido a tubos, placas 
de cultivo y microscopio. A partir de 1985, la visualización del mundo 
microbiano comenzó a cambiar radicalmente, primero por el trabajo de Staley 
& Konopka (1985), informando sobre lo que llamaron great plate count anomaly, 
seguido por las investigaciones del grupo de Woese, que identificaron al gen 16S 
rRNA como molécula marcadora útil para evaluar la diversidad y evolución 
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microbiana (Woese, 1987), y por el trabajo de Pace et al., (1986) que, mediante 
análisis de los genes 5S y 16S rRNA en diferentes ambientes, describieron la 
diversidad de microorganismos sin necesidad de cultivarlos. 
El término metagenómica, inicialmente acuñado por Handelsmanl et al., 
(1998),surgió una década después y se refiere al análisis basado en las 
funciones del DNA de las especies en ambientes mixtos. Sin embargo, un nuevo 
concepto, más ampliamente aceptado, surge de dos trabajos publicados en 
2004. Ambos describen la aplicación de la secuenciación aleatoria para 
poblaciones microbianas (Tyson et al., 2004; Venter et al., 2004) y resultaron 
fundamentales tanto en la definición del camino a seguir en futuras 
investigaciones, como en evidenciar la magnitud y el esfuerzo requeridos para 
secuenciar y analizar comunidades microbianas. La metagenómica permite 
cubrir una amplia gama de escenarios, desde los muy simples (ambientes 
extremos habitados por un pequeño grupo de microorganismos (Tyson et al., 
2004), hasta los muy complejos (entornos habitados por una gran variedad de 
especies (Venter et al., 2004). Ambas investigaciones proporcionaron un 
conocimiento fascinante sobre las capacidades genéticas de las respectivas 
comunidades microbianas y las potenciales interacciones de los 
microorganismos entre sí y con su medio ambiente.  
El desarrollo de la metagenómica y de la metatranscriptómica resultó 
posible gracias a las técnicas de secuenciación masiva (HTS), que permiten 
secuenciar en forma paralela millones de moléculas de DNA, obteniendo una 
enorme cantidad de datos. Las técnicas HTS han resultado de utilidad en 
estudios de marcadores filogenéticos específicos (metabarcoding), posibilitando 
la exploración en profundidad del DNA total de comunidades microbianas. 












Tesis Doctoral Capítulo I.  Mónica Oyuela  
28 
 
I.10.3. Marcadores filogenéticos más empleados 
 
Un marcador molecular para estudios filogenéticos, taxonómicos o de 
evolución, debe cumplir con las siguientes características: i- contener una 
variabilidad y una divergencia genética significativa a nivel de especie; ii- poseer 
sitios conservados, que permitan el diseño de primers universales para 
amplificación por PCR; y iii- obtener amplicones de longitud adecuada para 
permitir su extracción y secuenciación de manera simple, reproducible y precisa 
(Kress & Erickson, 2012).  
El gen 16S rRNA es el más utilizado en estudios de filogenia y taxonomía 
bacterianas. Su estructura parece mantenerse por largos períodos de tiempo y, 
dado que su función no se ha modificado, los cambios en la secuencia 
probablemente resulten aleatorios. Su contraparte eucariota es el gen 18S rRNA. 
Estos genes sufren mutaciones lentamente; la tasa de mutación del gen 16S 
rRNA es relativamente constante entre grupos bacterianos, a diferencia del gen 
18S rRNA, cuya tasa evolutiva hace difícil la identificación de ciertos niveles 
taxonómicos en eucariotas. Sin embargo, los genes rRNA poseen suficiente 
variabilidad como para diferenciar no sólo los organismos taxonómicamente 
alejados, sino también los próximos, posibilitando la diferenciación de especies 
y cepas. El gen 16S rRNA contiene nueve regiones (V1-V9) hipervariables (Baker 
et al., 2003) que aportan información útil para estudios de filogenia y 
taxonomía. El diseño de primers universales, sobre regiones conservadas, 
permite amplificar las diversas regiones hipervariables presentes en los 
microorganismos de una comunidad. Mediante análisis in silico se determinó 
que el segmento que incluye las regiones V4/V5 resulta el más eficiente para 
analizar la microbiota intestinal, mientras que el correspondiente a las regiones 
V7/V8 es el menos eficiente a tal fin (Liu et al., 2007; Liu et al., 2008; 
Valenzuela-González et al., 2015). 
En el caso de los microorganismos eucariotas, dada la tasa evolutiva del 
gen 18S rRNA, es común utilizar los espaciadores transcriptos internos (Internal 
Transcribed Spacer, ITS) para la clasificación de levaduras y hongos. El ITS tiene 
una importante tasa de evolución que permite la identificación de especies 
estrechamente relacionadas (Monard et al., 2012). La región ITS incluye a su 
vez las regiones ITS1 e ITS2, separadas por el gen 5.8S rRNA, ubicado entre los 
genes 18S rRNA (SSU) y 28S rRNA (LSU) (Figura I.5). El elevado número de 
copias/célula del espaciador ITS (hasta 250) convierten a esta región en un 
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marcador interesante y de suma utilidad, incluso cuando la cantidad de DNA a 
analizar es baja.  
Dado que la asignación taxonómica se realiza por comparación de 
secuencias, éstas deben almacenarse en bases de datos, las cuales constituyen 
herramientas de búsqueda y comparación. Existen diferentes bases de datos y 
programas a utilizar para la asignación taxonómica; cada programa obedece a 
diferentes estrategias de análisis y las bases de datos con las que operan 
muestran ciertas variaciones. 
 
Figura I.5 Ubicación de la región ITS. Las regiones ITS1 e ITS2, separadas por el gen 
5.8S rRNA, ubicado entre los genes 18S rRNA (SSU) y 28S rRNA (LSU). Extraído de 
(Bellemain et al., 2010b). 
 
Es importante señalar que la bondad de una clasificación se relaciona 
con la base de datos subyacente. El Ribosomal Database Project se mantiene en 
el Centro de Ecología Molecular de la Universidad de Michigan, y se actualiza 
periódicamente. Incluye más de tres millones de genes 16S rRNA (bacterianos y 
de arqueas), así como varios miles de genes 28S rRNA y dos conjuntos separados 
de secuencias ITS fúngicas. Otra base de datos actualizada es SILVA, mantenida 
por el Grupo de Genómica Microbiana y de Bioinformática en MPI Bremen; 
contiene más de cinco millones de secuencias 16S y 18S rRNA y más de 700,000 
secuencias LSU y SSU (18S y 28S rRNA). 
Las tecnologías de secuenciación masiva incluyen una serie de pasos 
universales, que se agrupan en la preparación de bibliotecas, las reacciones de 
secuenciación y el análisis de los datos obtenidos. La combinación única de 
protocolos específicos distingue a cada tecnología y determina el tipo y cantidad 
de datos producidos en una plataforma determinada. Las diferencias entre 
plataformas pueden resultar notables cuando se comparan los datos en cuanto 
a calidad, cantidad y costo de la secuenciación (Metzker, 2009; Alkan, et al., 
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2014). Los diferentes sistemas de secuenciación de nueva generación (NGS, por 
sus siglas en inglés, Next-Generation Sequencing) tienen en común una elevada 
producción de datos, a partir de la secuenciación masiva en paralelo, en el orden 
de las “Gigabases” o “Terabases”.  
I.11. Plataformas de secuenciación de nueva generación 
(NGS) 
 
Se las clasifica como tecnologías de secuenciación de segunda y tercera 
generación (Schadt et al., 2010; Niedringhaus et al., 2011; Pareek & 
Smoczynski, 2011; Liu et al., 2012), pero no hay una definición coherente de 
esta terminología, y resulta difícil asignar, de forma inequívoca, a una u otra 
categoría (Schadt et al., 2010; Thompson & Milos, 2011). De modo general, se 
consideran de segunda generación los que dependen de una etapa de 
amplificación vía PCR, para intensificar la señal previo a la secuenciación, e 
incluyen plataformas como 454 Life Sciences (Roche), Illumina (Biosystems), 
SOLID (Life Technologies) e Ion Torrent (Thermo Fisher Scientific) (Knief, 2014). 
La considerada de tercera generación es la PacBio RS (Pacific Biosciences), con 
capacidad para secuenciar fragmentos de DNA miles de veces y con gran 
precisión y leer secuencias de 1000 a 1200 pb. Esto resuelve ciertos problemas 
asociados a las plataformas de segunda generación, como regiones 
homopoliméricas, repeticiones en tándem, lecturas cortas, y constituye un 
significativo avance respecto de aquéllas cuya máxima capacidad de lectura es 
100 bases (Metzker, 2010; Merriman & Rothberg, 2012; Knief, 2014). El empleo 
de amplificación por PCR puede potencialmente introducir un sesgo (Morey et 
al., 2013; Goodwin et al., 2016). Otras ventajas de los sistemas de tercera 
generación son la reducción de costos y la velocidad de secuenciación. En la 
elección de una plataforma deben considerarse, entonces, varios factores: 
longitud de las lecturas generadas, rendimiento, precisión y número de veces 
que cada fragmento de DNA se secuencia de modo independiente, y costos. 
 
I.11.1. Estudio de la microbiota asociada a vid 
 
La industria vitivinícola ha seleccionado, a lo largo de milenios, distintos 
cultivares de vid con diferentes características (tamaño de uva, forma, color, 
sabor, rendimiento, etc.), asociado a variaciones en la composición del suelo, 
manejo del agua, clima y prácticas culturales. Sin embargo, la flora microbiana 
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comensal coexistente con la planta puede ser otro factor clave con influencia en 
las características del viñedo, que no se tuvo en cuenta salvo en relación a 
agentes patógenos causantes de enfermedades en vides: enfermedad de Pierce, 
causada por Xylella fastidiosa subsp. fastidiosa; corona de cuello (Crown gall), 
causada por Agrobacterium spp.; y tizón de fuego, causada por Xylophilus 
ampelinus (Burr & Katz, 1983; Newman et al., 2003; Martins et al., 2013). 
Investigaciones recientes analizaron la diversidad de bacterias endófitas de vid, 
y demostraron que Pseudomonas sp. y Bacillus sp., pueden actuar como agentes 
biológicos supresores de enfermedades (West et al., 2010; Compant et al., 2011). 
Se propuso que los microorganismos que colonizan la raíz pueden también 
migrar y colonizar tejidos aéreos de la planta, ya sea interna o externamente. 
No obstante, la manera en que realizan estos desplazamientos no ha sido 
dilucidada (Compant et al., 2011). 
 Los estudios de biogeografía, o sea, distribución de microbiotas de vides, 
se han centrado en levaduras y hongos micorrícicos arbusculares. Las 
poblaciones de S. cerevisiae han mostrado exhibir fluctuaciones periódicas de 
presencia o ausencia, en diferentes regiones, influenciadas por factores 
climáticos, y de edad y tamaño del viñedo (Barata et al., 2012; Setati et al., 
2012). Trabajos recientes, en diferentes regiones vitivinícolas, sugieren que la 
diversidad de hongos micorrícicos arbusculares podría estar influenciada más 
por el tipo de suelo que por las características de la planta hospedadora o las 
prácticas agrícolas (Schreiner & Mihara, 2009; Balestrini et al., 2010; Likar et 
al., 2013). 
Los estudios microbiológicos tradicionales se han desarrollado en etapas 
avanzadas de madurez de la uva, con poblaciones microbianas de 104 a 106 
CFU/g. En esta etapa, los microorganismos más abundantes son las levaduras 
y varias especies de bacterias lácticas y acéticas (Kántor et al., 2017), si bien las 
levaduras fermentadoras óptimas como S. cerevisiae se hallan en muy baja 
concentración (10-100 cfu/g por baya)(Setati et al., 2012). Las bacterias 
cultivables más encontradas son las del ácido acético (Acetobacter y 
Gluconacetobacter) y las lácticas (Lactobacillus, Oenococcus y Pediococcus) 
(Belda et al., 2017). Entre las levaduras, los miembros del género 
Saccharomyces han despertado la mayor atención, por ser los principales 
agentes de fermentación alcohólica empleados como inóculos (Saccharomyces 
cerevisiae, S. bayanus, S. pastorianus y S. paradoxus). También se aislaron 
otros géneros asociados al deterioro del vino (Brettanomyces/Dekkera, 
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Issatchenkia, Zygoascus y Zygosaccharomyces) (Belda et al., 2017). Si bien los 
métodos dependientes de cultivo resultaron útiles para identificar y caracterizar 
microorganismos asociados a la vid, mostraron una imagen sesgada de la 
composición real de la comunidad microbiana (Belda et al., 2017). 
Para ampliar la información sobre la microbiota de superficie de uvas, 
Kántor et al., (2017) realizaron aislamientos que identificaron mediante 
espectrometría de masas MALDI-TOF. Lograron identificar 11 géneros de 
bacterias Gram-negativas, 11 de bacterias Gram-positivas y 9 de levaduras. De 
los 200 aislamientos obtenidos, 11% correspondió a bacterias Gram-negativas, 
27% a Gram-positivas y 62% a levaduras. Los géneros de levaduras más 
identificados resultaron Hanseniaspora (37%), Metschnikowia (31%) y 
Rhodotorula (10%). Las bacterias Gram negativas más aisladas correspondieron 
a los géneros Acinetobacter (22%), Pseudomonas (22%) y Sphingomonas (13%), 
en tanto los de Gram-positivas a Bacillus (20%), Lactobacillus (19%), 
Leuconostoc y Staphylococcus (11%). 
Para obtener mayor información sobre la microbiota de V. vinifera, se 
aplicaron diferentes procedimientos. Los endófitos bacterianos fueron descritos 
por West et al., (2010) y por (Bulgari et al., 2014), mientras que el análisis de 
bacterias epífitas de fruta, hoja y corteza la realizaron West et al., (2010) y 
Bulgari et al., (2014) utilizaron cromatografía de gases de ésteres metílicos de 
ácidos grasos (FAMEs) para identificar bacterias cultivables, y DGGE para 
caracterizar la comunidad endófita. Muchos aislamientos se identificaron como 
Bacillus spp., Pseudomonas spp. y Curtobacterium spp., y por primera vez se 
informó la presencia de actinomicetos como endófitos de vides. Los perfiles 
DGGE mostraron homogeneidad para la comunidad de endófitos bacterianos. 
Martins et al., (2013) compararon tamaño y estructura de la comunidad 
bacteriana en suelos de viñedos, así como en corteza, hojas y frutos de vid, y 
hallaron que los análisis de bacterias cultivables mostraban diferencias en las 
poblaciones de cada ecosistema. La mayor población y diversidad se encontró 
en muestras de suelo, seguidas por corteza, uvas y hojas. La identificación de 
aislamientos reveló que géneros como Pseudomonas, Curtobacterium y Bacillus, 
estaban presentes en todos los ecosistemas pero en cantidades diferentes, 
mientras que otros eran específicos del ecosistema (Martins et al., 2013).Los 
grupos filogenéticos presentes en suelo varían en estructura según factores 
ambientales y ecológicos. Entre los constantemente identificados están las 
Proteobacteria (Novello et al., 2017), Acidobacteria, Bacteroidetes, Firmicutes, 
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Planctomycetes (Castañeda & Barbosa, 2017), Actinobacteria (Zhang et al., 
2017), Verrucomicrobia, Chloroflexi y Gemmatimonatedes (Morgan et al., 2017). 
 La caracterización de hongos de vides no ha experimentado los mismos 
avances que la de bacterias, ya que los estudios de interacciones fúngicas se 
han limitado a los aspectos patogénicos para plantas, implementando 
herramientas dependientes de cultivo (Pancher et al., 2012). Por otra parte, y 
dado el interés enológico en levaduras, la mayoría de las investigaciones se 
restringieron a este grupo de hongos unicelulares, sobre todo de la especie S. 
cerevisiae. Pese a esto, se identificaron 906 especies de hongos asociados a Vitis 
sp. Jayawardena et al., (2018) recopilaron estos datos, y señalaron que 
considerando las diferentes metodologías empleadas podría haber errores, 
indicando que se necesita una mayor investigación. No obstante, entre las 
especies identificadas, varias pertenecen a las familias Sclerotiniaceae, 
Ascomycota, Cladosporiaceae, Pleosporaceae, Clavicipitaceae, Bionectriaceae, 
Glomerellaceae, Ploettnerulaceae, Nectriaceae, Helotiaceae, Camarosporiaceae, 
Graphostromataceae, Capnodiaceae, Hypocreales, Ceratobasidiaceae, 
Mycosphaerellaceae, Chaetomiaceae, Chaetothyriaceae, Pyronemataceae, 
Onygenaceae, Leotiomycetes genera incertae sedis, Schizoparmaceae, 
Coniochaetaceae, Xylariaceae, Botryosphaeriaceae, Psathyrellaceae, 
Discosiaceae, Corynesporascaceae, Corticiaceae, Pseudovalsaceae, Inocybaceae, 
Tremellaceae.  
Asimismo, las levaduras de inicio de fermentación o levaduras 
apiculadas, pertenecen al grupo de los ascomicetos, como Hanseniaspora 
uvarum y Kloeckera apiculata. Las levaduras oxidativas (principalmente de los 
géneros Candida, Pichia y Metschnikowia) resultan predominantes en la 
madurez de la uva (Kántor et al., 2017). Otros estudios indican que las 
levaduras más comunes en la filosfera (microambiente que rodea la hoja) 
pertenecen a los anamorfos del grupo basidiomicetos: filobasidiales y 
tremellales de los géneros Cryptococcus, Rhodotorula y Sporobolomices 
(Kachalkin et al., 2008).  
En suelo también se hallaron hongos benéficos asociados a raíces de 
plantas, denominados micorrizas arbusculares, con potenciales funciones 
simbióticas. Actúan como extensión de las raíces, incrementando el área de 
absorción y optimizando la captación de fósforo y otros nutrientes de baja 
movilidad, y mejoran la tolerancia a enfermedades (Camprubí et al., 2008). Las 
cepas identificadas en suelos vitícolas son Glomus intraradices, G. macrocarpum, 
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G. mosseae y Paraglomus occultum (Schreiner & Mihara, 2009; Likar et al., 
2013). Los principales patógenos fúngicos de la vid son Erysiphe necator -
anteriormente llamado Uncinula necator- (causante del oídio) y Plasmopara 
viticola (causante del mildiu) (Oosthuizen, 2017). Entre los hongos que impactan 
en las uvas, pueden mencionarse a Botrytis cinerea –podredumbre gris-, 
Alternaria sp. –podredumbre de racimo- (Steel et al., 2013) y Aspergillus sp. – 
productor de micotoxinas, como ocratoxina A- (Pinto et al., 2014).  
 
I.11.2. Microbiomas y prácticas agronómicas 
 
La caracterización de microbiomas también ha tenido por objeto  
comprender la influencia de las prácticas agronómicas en la estructura de las 
comunidades y buscar señales o firmas microbianas específicas de órganos de 
la vid (Morgan et al., 2017). Resulta cada vez es más necesario investigar la 
existencia de firmas microbianas geográficas, relacionadas con la tipicidad del 
vino. Bokulich et al., (2014) aplicaron NGS al gen 16S rRNA y a la región 
espaciadora ITS, para determinar la abundancia relativa de bacterias y hongos 
en mosto de uva de ocho viñedos, correspondientes a las cuatro principales 
regiones productoras de vino en California, USA. Demostraron que el 
microbioma asociado a etapas tempranas de la fermentación vínica muestra 
cierta dependencia con la biogeografía y que las diferentes regiones vitivinícolas 
mantienen diferentes comunidades microbianas, con cierta influencia del 
varietal vínico y del año de producción. Vega-Avila et al., (2015), aplicando 
diferentes estrategias, analizaron la diversidad de microorganismos asociados a 
V. vinifera L. sometida a distintas prácticas agrícolas, en San Juan, Argentina. 
Los investigadores hallaron gran diversidad de microorganismos tanto en los 
viñedos con manejo convencional como en los que se aplicaba manejo orgánico.  
Zarraonaindia et al., (2015) caracterizaron la dinámica espacial y 
temporal de comunidades bacterianas asociadas con distintos órganos de la vid 
y con suelos, para determinar la influencia del tipo de cultivar de vid, los 
parámetros edáficos, la etapa de desarrollo de la planta y el tipo de viñedo. 
Demostraron que las comunidades asociadas con hojas, flores y uvas 
comparten una mayor proporción de taxones con las del suelo que, entre ellas, 
resultado que sugiere el rol del suelo como reservorio de microorganismos.  
En 2016, Bokulich et al., (2016) hallaron que las asociaciones entre la 
microbiota del vino y las propiedades fermentativas sugieren nuevos vínculos 
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entre la microbiota, el resultado de la fermentación y la calidad y propiedades 
del vino. Demostraron que los consorcios bacterianos y fúngicos de las 
fermentaciones vínicas, originados en viñedos y bodegas, se correlacionan con 
la composición química del vino terminado y predicen la abundancia de 
metabolitos en éstos.  
Otro trabajo examinó los microbiomas asociados a suelo y uvas, mediante 
análisis del gen 16S rRNA y del espaciador ITS, en tres situaciones de manejo 
de suelo, i- con aplicación de herbicida, ii- con remoción de vegetación y iii- con 
vegetación natural (sin remoción), en un viñedo de Nueva York, con vides del 
varietal Riesling, durante tres años (Chou et al., 2018). Demostraron que la 
composición bacteriana del suelo con vegetación natural difería de la observada 
en suelo desnudo (mantenido con glifosato). Respecto a los hongos, la 
comunidad en suelo con vegetación natural fue diferente a la de los otros dos 
suelos.  
Jayawardena et al., (2018) compararon, en vides de varietales Red Globe 
y Carbanate Gernischet, en China, las comunidades de hongos saprotróficos, 
por técnicas dependientes e independientes de cultivo. Mediante el enfoque 
tradicional detectaron 45 taxones, 19 de los cuales se detectaron en ambos 
cultivares. Con la plataforma Illumina, y la secuencia ITS1, detectaron 226 
OTUs fúngicas, de las cuales 176 y 189 pertenecían a los cultivares Carbanate 
Gernischet y Red Globe, respectivamente. 139 OTUs resultaron compartidas 
entre ambos cultivares, en tanto 37 y 50 OTUs fueron específicas de Carbanate 
Gernischet y Red Globe, respectivamente. En Carbanate Gernischet, 
Ascomycota representó el 77% de las OTUs y en Red Globe, casi todas las 
secuencias correspondieron a Ascomycota. La superposición de taxones de 
hongos, a nivel de género y especie, entre el enfoque dependiente y el 
independiente de cultivo resultó relativamente baja (Jayawardena et al., 2018).  
Recientemente, y a través del análisis del gen 16S rRNA, se demostró que 
las comunidades bacterianas de rizósfera de vides, implantadas en un mismo 
suelo y viñedo, están significativamente asociadas con el genotipo del pie usado 
para injertar, y tienen diferentes composiciones e interacciones (Marasco et al., 
2018).  
Los trabajos antes mencionados plantean nuevas perspectivas para 
desarrollar investigaciones integradas, que permitan conocer el efecto de las 
variables ambientales en la composición de los microbiomas y su dinámica en 
especies cultivadas, en función del tiempo y del espacio. También plantean que 
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una caracterización de la microbiota post-cosecha, podría servir de predictor de 
la composición química final del vino. 
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I.12 OBJETIVO GENERAL. 
Las comunidades microbianas asociadas a la vid pueden desempeñar funciones 
específicas en la resistencia a enfermedades y en la productividad. Además, la 
microbiota de las uvas tiene el potencial de modificar las propiedades 
organolépticas del vino, contribuyendo a la expresión del terroir regional en los 
mismos. La comprensión de los factores que influyen en la selección de 
determinados tipos de microorganismos puede proporcionar información que 
permita seleccionar las prácticas de manejo más adecuadas para así mejorar 
las propiedades del vino. 
Es en ese sentido que el presente proyecto propone estudiar la microbiota 
asociada a plantas de vid de distintas regiones vitivinícolas del país, como un 
primer abordaje hacia la caracterización de los terroirs argentinos y hacia la 
búsqueda de bioinsumos que contribuyan al mejoramiento de la productividad 
y control de enfermedades en dichos cultivos. 
 
I.12.1 OBJETIVOS ESPECÍFICOS. 
 
1# Caracterizar las variaciones de la microbiota asociada a la vid en función de 
las zonas geográficas, del clima y de los varietales de vid. Caracterizar los 
microorganismos que colonizan la superficie de raíz, hojas y uvas por técnicas 
independientes de cultivo. 
a. Caracterizar la comunidad de hongos de distintas regiones vitivinícolas 
en una misma vendimia. 
b. Caracterizar la microbiota de una misma región en tres vendimias 
consecutivas. 
 
2# Obtener una colección de bacterias aisladas de la vid. Caracterizar 
fenotípicamente los aislamientos y seleccionar cepas inocuas para la salud 
humana, animal y el medio ambiente que promuevan el crecimiento vegetal y/o 











Capítulo II. Relaciones entre 
comunidades fúngicas epífitas 
(uvas, hojas y rizósfera) de vides 














Las plantas hospedan diversas comunidades microbianas y al 
microbioma asociado a las mismas se lo define como la colección de 
microorganismos que colonizan la rizósfera (interfase suelo – raíz), la 
filosfera (superficies aéreas) y la endosfera (tejidos internos) (Turner et al. 
2013). Según esta definición, los microorganismos asociados a plantas se 
pueden agrupar de manera genérica en dos categorías: epífitos, presentes 
en el exterior de la misma (rizósfera o filosfera) y endófitos, que habitan 
en el interior de los tejidos vegetales (McInnes, 1988). En el caso de la 
vid, estas comunidades viven en complejas asociaciones con los tejidos 
vegetales y desempeñan importantes roles en la promoción de la sanidad 
y la productividad del cultivo (Berg et al., 2005). La flora microbiana de 
la vid constituye un factor clave con influencia en el rendimiento y 
características de las uvas, incidiendo luego en la calidad del vino 
obtenido (Vincent et al., 2005, Nicholas et al., 2012). Hasta hace poco, 
las comunidades microbianas asociadas a la vid se estudiaron en relación 
a patógenos (Panagopoulus, 1969) y a bacterias endófitas (Martins et al., 
2013). Respecto a la contraparte epífita, los estudios se enfocaron en 
microorganismos de interés enológico, especialmente en bacterias 
acéticas y del ácido láctico y en comunidades de levaduras (Barata et al., 
2012; Lonvaud-Funel, 2001). Poco se sabe aún de las relaciones entre 
comunidades microbianas asociadas a uvas y a otros tejidos de la planta, 
como hojas y raíces, así como de la incidencia de factores ambientales, 
geográficos y de manejo agrícola.  
La mayoría de los estudios sobre riqueza, diversidad y distribución 
espacial de comunidades microbianas se ha centrado en bacterias 
(Martiny et al., 2006) prestando menor atención a los microorganismos 
eucariotas (Bik et al., 2012). Los hongos cumplen roles críticos en todos 
los ambientes terrestres y constituyen un elemento importante de la 
biodiversidad global, controlando procesos clave en diferentes 
ecosistemas. Se los conoce mejor por su función degradadora, 
dominando la descomposición del material vegetal, y particularmente de 
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la celulosa lignificada. Producen, además, una amplia gama de enzimas 
extracelulares capaces de degradar polímeros orgánicos complejos a 
formas más simples, luego utilizadas por los mismos hongos o por otros 
organismos.  
Comprender la riqueza y diversidad de las comunidades 
microbianas en relación al tiempo y al espacio resulta imperativo para 
alcanzar un conocimiento integrado de su función en un ecosistema 
(Hodge et al., 2001; van der Heijden et al., 2008). Las nuevas técnicas de 
secuenciación del DNA total de comunidades microbianas muestran una 
imagen compleja de distribución de la diversidad biológica en las mismas 
(biogeografía microbiana), con evidencia de comunidades estructuradas 
y no estructuradas (Taylor et al., 2014) y sugieren, en el caso de las 
fúngicas, que las distribuciones pueden variar de estrechamente 
endémicas a globales (Taylor et al., 2006). 
A lo largo de su ciclo de vida, las vides interactúan con una amplia 
variedad de hongos filamentosos y levaduras que colonizan los tejidos 
vegetativos y los órganos reproductivos (Pancher et al., 2012). Los hongos 
asociados a frutales pueden afectar el desarrollo de plantas y frutas, 
además de ser responsables de conducir la fermentación de las mismas, 
imponiendo calidad y estilo al producto final (Swiegers et al., 2005; 
Barata et al., 2012). 
La identificación de especies fúngicas se basó, tradicionalmente, en 
la observación al microscopio, el aislamiento por cultivo y el análisis 
bioquímico y genético; sin embargo, estas técnicas sólo resultan útiles 
para hongos cultivables en el laboratorio. Los estudios independientes de 
cultivo permitieron incrementar el volumen de datos sobre diversidad 
fúngica en distintos ambientes. Recientemente Bokulich et al., (2014), 
mediante metagenómica aplicada al gen 16S rRNA y el espaciador 
ribosomal ITS, determinaron la abundancia relativa de bacterias y 
hongos en mostos de uva procedentes de ocho viñedos de California, USA. 
Demostraron que el microbioma asociado a esta etapa de fermentación 
temprana de la uva muestra cierta dependencia con la biogeografía. Es 
decir, que distintas regiones vitivinícolas serían capaces de mantener 
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diferentes comunidades microbianas, con cierta influencia del cultivar 
vínico y del año de cosecha. Otro trabajo sugiere que el microbioma 
asociado a uvas puede verse influenciado por condiciones 
edafoclimáticas y prácticas agrícolas, y que los microorganismos 
persisten durante el proceso de fermentación (Mezzasalma et al., 2017). 
Setati et al., (2015), analizaron la estructura de comunidades fúngicas 
asociadas a uvas Cabernet Sauvignon provenientes de tres viñedos 
vecinos en Sudáfrica, a los cuales se aplicaron diferentes manejos 
agronómicos y hallaron que el viñedo biodinámico albergaba una 
comunidad más diversa que los viñedos convencionales e integrados. 
También encontraron que Ascomycota era el filo más abundante en los 
tres viñedos, con Aureobasidium pullulans y Kabatiella microsticta como 
especies fúngicas dominantes (Setati et al., 2015). Asimismo, el estadio 
de desarrollo de la planta puede afectar la presencia de ciertos hongos. 
En el caso de uvas maduras, se ha reportado una mayor presencia de 
levaduras oxidativas de los géneros Cryptococcus, Rhodotorula, 
Sporobolomyces, y Filobasidium, así como la especie del género 
Ascomycota, Aureobasidium pullulans o levadura negra (Barata et al., 
2012; Salvetti et al., 2016). 
Con el propósito de identificar los factores con mayor influencia en 
la estructura y diversidad de las comunidades fúngicas, se evaluaron las 
poblaciones de hongos presentes en uvas, hojas y rizósfera de vides de 
cultivares Malbec y Cabernet Sauvignon provenientes de cuatro regiones 
vitivinícolas de Argentina, dos de Portugal y una de Francia. 
 




Las muestras de uvas, hojas y rizósfera de vides Malbec y Cabernet 
Sauvignon de Argentina, se recolectaron de 3 parcelas ubicadas en Rio Negro, 
4 en San Juan, 4 en Mendoza y 5 en Salta. También se tomaron muestras de 5 
regiones vitivinícolas europeas: 2 de Cahors (Francia) y 1 de Bairrada y 2 en 
Alentejo (Portugal). 
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Las muestras de rizósfera se recogieron en la semana previa a la cosecha 
2016, a una distancia mínima de 7 m de los bordes de cada parcela, a partir de 
9 plantas limitadas a un cuadrante de 49 m2. Las muestras se agruparon para 
obtener tres (3) réplicas por sitio (ver Figura II.S1). El suelo se tomó a 30 cm de 
profundidad, con pala desinfectada, y a unos 20 a 30 cm del tallo, hacia el 
interior de la entrefila. Las muestras de hojas y uvas se colectaron de forma 
aséptica, utilizando tijeras flameadas, y guantes. Todas las muestras se 
preservaron en bolsas estériles, etiquetadas con su respectiva nomenclatura, y 
se transportaron refrigeradas al laboratorio, manteniéndolas a -20 ºC hasta ser 
analizadas. 
 
II.2.2. Preparación de muestras para extracción de DNA 
 
Se realizó en una superficie limpia, con materiales esterilizados. Se 
implementaron procedimientos de preparación diferentes, según se tratara de 
muestras de hojas, uvas o rizósfera. Para obtener DNA se partió de las muestras 
compuestas constituidas según el esquema de la Figura II.S1. 
 
Muestra de uvas 
 
Las uvas de los distintos viñedos se recolectaron a mano y se trituraron, 
en condiciones asépticas, en el laboratorio. Sólo se utilizaron uvas sanas. Una 
fracción del mosto se centrifugó a 16.000 rpm y el pellet se lavó 2 veces con 
solución fisiológica al 0.9%. Los sedimentos se transfirieron a un microtubo de 
2 ml y se almacenaron a -20 °C hasta la extracción de DNA. 
 
Muestras de hojas 
 
Las hojas se lavaron con solución fisiológica conteniendo Tween 80 al 
0,01%, en tubos de propileno de 50 ml (2–3 hojas). Se mantuvieron en un 
agitador horizontal durante 1 h a 100 rpm. La solución resultante se centrifugó 
a 4000 g, los sedimentos se transfirieron a un microtubo de 2 ml y se 




Tesis Doctoral Capitulo II.  Mónica Oyuela  
43 
 
Muestras de rizósfera 
 
Las raíces se removieron manualmente y se obtuvo el suelo adherido en 
condiciones de esterilidad; en algunos casos resultó necesario ayudarse con 
pinzas y bisturí. Para eliminar los posibles restos de raíz, las muestras se 
tamizaron (tamaño de poros 0.5 mm) y 0,4 g de suelo rizosférico se transfirieron 
a un microtubo de 2 ml y se almacenaron a -20 °C hasta la extracción de DNA. 
 
II.2.3. Extracción de DNA  
 
Se realizó mediante el kit FastDNA SPIN Kit for soil (MP Biomedicals, LLC, 
Solon, OH, USA), de acuerdo a las instrucciones del proveedor. El DNA extraído 
se cuantificó mediante fluorómetro Qubit®2.0 155 (Thermo Scientific™). Para 
evaluar su pureza se midieron las relaciones de absorbancia 
espectrofotométrica 260/280 nm y 260/230 nm, respectivamente. Una relación 
a 260/280 > 1.8 indica un DNA de pureza aceptable en relación a la presencia 
de proteínas, RNA y compuestos aromáticos; una relación a 260/230 con 
valores de 2.0 a 2.2, indica ausencia de contaminación con sales, carbohidratos 
y fenoles. 
 
II.2.4. Amplificación y secuenciación de muestras de DNA  
 
La diversidad de la comunidad fúngica en cada muestra se analizó 
mediante amplificación del espaciador eucariota ITS1 (Internal Transcribed 
Spacer), ubicada entre los genes ribosomales 18S rRNA y 5.8S rRNA), utilizando 
los primers ITS1F (5′-ACTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA-3′) e ITS2 (5′-
BGCTGCGTTCTTCATCGATGC-3′) (Wang et al., 2017). Las reacciones de 
secuenciación se desarrollaron con la tecnología Illumina MiSeq. 
La doble amplificación se realizó de la siguiente manera. En la primera 
PCR, en un volumen final de 25 μL, la mezcla contenía: 12 μL de AccuPrime™ 
SuperMix II (Thermo Scientific™), 0.5 μL de seroalbúmina bovina (BSA) 
(concentración final de 0.025 mg/mL), 0.5 μL de los primers completos directo 
y reverso (stock de 10 μM), 1.5 μL H2O estéril y 5 μL de DNA molde. Esta mezcla 
de reacción se sometió a una pre-incubación a 95 °C por 2 min, seguida de 33 
ciclos de 95 °C por 15 seg, 55 °C por 15 seg, 68 °C por 40 seg, y de una extensión 
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final a 68 °C por 4 min. El DNA total se cuantificó mediante fluorómetro 
Qubit®2.0 155 (Thermo Scientific™). 
La segunda PCR tuvo por objeto adicionar etiquetas (indizar) a cada 
amplicón obtenido en la primera PCR. Se empleó un volumen final de reacción 
de 28 μL, que contenía 12 μL de AccuPrime™ SuperMix II (Thermo Scientific™), 
2 μL de primers con las secuencias etiquetas (index) y extremos adaptadores 
para Illumina P7/P5, 7 μL H2O estéril y 5 μL de amplicones de la primera PCR. 
Las condiciones de ciclado consistieron en: desnaturalización a 98 °C durante 
1 min, seguida de 13 ciclos de desnaturalización a 98 °C por 10 seg, hibridación 
a 55 °C por 20 seg y extensión a 68 °C por 40 seg, con una extensión final a 68 
°C por 5 min. En ambos casos, los productos de PCR se controlaron mediante 
electroforesis en un gel de agarosa 1,5%. 
La purificación de los productos de esta segunda PCR (limpieza de 
dímeros y componentes de la reacción de PCR) se realizó con HighPrep™ PCR 
(MAGBIO), que adhiere selectivamente los fragmentos de DNA a secuenciar El 
DNA indexado se cuantificó mediante fluorómetro Qubit®2.0 155 
(ThermoScientific™). A continuación, las mezclaron en cantidades equimolares 
de 10 ng/ l y se secuenciaron mediante IlluminaMiSeq, utilizando lecturas 
pareadas de 2 x 250 con V2 Chemistry (Gobbi et al., 2018). 
 
II.2.5. Procesamiento de datos de secuenciación  
 
El proceso de demultiplexing de las lecturas se realizó con el software 
bcl2fastq V.2.17.1.14 (Illumina). Los adaptadores de las secuencias se 
eliminaron con el software TrimGalore v0.4. 
https://github.com/FelixKrueger/TrimGalore.git  mediante cutadapt v1.8.3 
(Martin, 2011). Las secuencias de primers se eliminaron desde el extremo 5' de 
cada lectura que forma un par; los pares de lecturas sin primers discernibles se 
descartaron utilizando Biopython. 
Las lecturas se procesaron de acuerdo a la plataforma UPARSE, utilizando 
USEARCH V.10.0.240_i86linux64 (Edgar, 2013) con las siguientes diferencias: 
(i) el paso de filtrado de calidad y corte de longitud de lecturas se reemplazó por 
una estrategia alternativa (usearch –fastq_filter –maxee 1.0) (Edgar & Flyvbjerg, 
2015), (ii) para los datos de 16S rRNA, en el proceso de unión o merging de 
lecturas, se descartaron aquéllas fuera del rango de 373 pb a 453 pb, y (iii) el 
clustering de lecturas en Unidades Taxonómicas Operativas  (OTUs) se realizó 
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con la función unoise3 de USEARCH. Las Tablas de OTUs se confeccionaron 
aplicando la función otutab de USEARCH.  
Cuando el número de lecturas resultó inferior a 5000, se descartaron las 
asignaciones de OTUs. La asignación taxonómica a cada OTU se realizó 
mediante la función sintax (Edgar, 2016) de USEARCH, empleando como 
referencia la Utax Reference Dataset v7.2 (UNITE Community (2017): 
lanzamiento UNITE USEARCH/UTAX, Version 01.12.2017. UNITE Community. 
https://doi.org/10.15156/BIO/587476  se utilizó como referencia para el 
análisis de los datos de secuencia 16S rRNA e ITS1.  Las OTUs identificadas 
como cloroplastos se descartaron. También se descartaron las OTUs que no 
contabilizaran al menos 30 lecturas o que representaran un 0,5% o más, en al 
menos una muestra. La construcción de árboles filogenéticos de OTUs se realizó 
aplicando la función cluster_agg (Edgar, 2010) de USEARCH.  
Estos datos se procesaron mediante la plataforma Rhea (Lagkouvardos et al., 
2017), basada en lenguaje de programación R, que permite la normalización de 
lecturas para calcular - y -diversidad, agrupación y asignación taxonómica, 
comparación de grupos en serie, correlación entre datos y análisis estadísticos 
(la significación estadística se estableció en p ≤ 0.05; se muestran los valores de 
p menores a 0.05). Adicionalmente, se realizó el análisis con los programas 
QIIME 2 v. 2017.9 (Caporaso et al., 2010) y PAST v.3 (Hammer et al., 2001).  
Alfa-diversidad (-diversidad) se refiere a la diversidad intra-muestra; 
Riqueza da cuenta del número de OTUs en una muestra; Diversidad estima el 
número de especies iguales en una muestra; índice de Simpson se relaciona con 
Dominancia; índice de Shannon se relaciona con Riqueza y Equidad. Para evitar 
estimaciones incorrectas de la Riqueza de especies, debidas a la profundidad de 
la secuenciación, Rhea sólo considera los recuentos normalizados superiores a 
0,5. Se aplicó un análisis de varianza ANOVA (Hammer et al, 2001) para evaluar 
la significancia de la Riqueza y Diversidad, y se utilizó el Tukey Pairwise 
(Olleveant, 1999) para la comparación de las muestras de a pares. 
Para evaluar la -diversidad (diversidad entre muestras) se calcularon las 
distancias de disimilitud ecológicas entre muestras. Se consideró el grado de 
semejanza de la diversidad entre sitios geográficos según la región, cultivar 
vínico, presencia/ausencia de porta-injerto y sistema de conducción. Este 
último factor, como parte de las prácticas culturales del viñedo, en conjunto con 
la canopia, permite alcanzar un mejor rendimiento, e influyen en el microclima 
y otros aspectos no discutidos en este estudio.  
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La semejanza ecológica entre la diversidad fúngica de las muestras se 
examinó aplicando análisis de distancia UniFrac entre muestras, en base a un 
umbral de 97% de similitud entre OTUs. A partir del cálculo de distancias 
UniFrac generalizado (ponderación entre pesado y no pesado), se realizaron 
análisis NMDS y prueba PERMANOVA, para determinar diferencias 




II.3.1. Características de las regiones muestreadas 
 
A continuación, se describen las características de cada región en la que 
se colectaron muestras: 
Provincia de San Juan (región vitivinícola Cuyo): posee relieve montañoso 
y clima árido. Las temperaturas promedio oscilan entre los 27 °C en verano y 
los 8 °C en invierno, con precipitaciones mensuales inferiores a 20 mm. Las 
muestras se tomaron de vides en pie franco del valle de Ullum (Centro Sur de la 
provincia de San Juan), en dos fincas, Finca Norte-FN y Finca Arriba-FA. En 
FN, las coordenadas de la parcela Malbec fueron 31⁰ 27.114’ S, 068⁰ 42.523’ W 
y las de Cabernet Sauvignon, 31⁰ 27.002’ S, 068⁰ 42.109’ W. En FA, de 31⁰ 
28.407’ S, 068⁰ 45.486’W para Malbec y de 31⁰ 28.407’ S, 068⁰ 45.347´ W para 
Cabernet Sauvignon. El sistema de conducción implementado en estos viñedos 
es de pérgola o parral, con la excepción del cultivar Malbec (FN), en el que se 
utilizó espaldera debido a la posición del terreno. Ambas fincas se ubican a 780 
msnm y presentan suelos desérticos de tipo franco 
Provincia de Mendoza (región vitivinícola Cuyo) (principal provincia 
vitivinícola de Argentina): con clima similar al de San Juan. Las muestras 
provinieron de viñedos plantados en espaldera, ubicándose la parcela de Malbec 
(33° 09.437’ S, 068° 53.702´ W) y Cabernet Sauvignon (33° 09.416’S 068° 
53.657 W), en Agrelo (Luján de Cuyo), a 940 msnm, ambas con suelos de tipo 
franco-arcilloso.  
Provincia de Rio Negro (región vitivinícola Patagonia): posee clima semi-
árido (Easdale et al., 2009). Se tomaron muestras en la región del Alto Valle del 
Rio Negro y en Viedma, próxima al océano Atlántico. El Alto Valle se ubica a 402 
msnm, tiene precipitaciones anuales de 120 a 180 mm y temperaturas que 
oscilan entre 30 a 34 ºC en verano y 10 a 14 ºC en invierno. En 2016, las 
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máximas y mínimas alcanzaron los 41 ºC y los 4 ºC, respectivamente. La zona 
está sometida a vientos fuertes, de hasta 120 km/h. Las muestras se 
recolectaron de una parcela Malbec, en Mainqué (39° 02.190’ S 067° 19.757’ 
W), a 219 msnm, de sólo 1,5 ha, con vides plantadas en 1932 (período pre-
filoxera) sobre pie franco de selección Massale, donde cada vid es genéticamente 
distinta. En el verano de 2016 (previo a la recolección de muestras) las vides se 
curaron con azufre para prevenir el desarrollo de hongos, dadas las lluvias 
continuas durante enero. Los suelos poseen vegetación entre hileras, y cortina 
de álamos como barrera contra los vientos. 
Viedma, la otra región muestreada en la provincia de Río Negro, posee 
clima templado semiárido, dada su proximidad oceánica, con temperatura 
media anual de 14 °C en invierno y de 22 ºC en verano. Las temperaturas 
máximas estivales pueden alcanzar los 30 °C; las mínimas invernales llegan a 
los 2 °C y las máximas a 12 °C. Las precipitaciones anuales son de 400 mm. El 
verano es la estación más húmeda y más ventosa, con vientos de velocidad 
promedio de 28,4 km/h. Las muestras se tomaron en dos parcelas, una de 
Malbec (40° 46.437’ S, 063° 21.831´ W) y otra de Cabernet Sauvignon (40° 
46.415’ S 063° 21.789´ W), ambas con suelos franco arcillo-arenoso y a 7 msnm. 
Las vides tienen entre 8 y 10 años. 
Provincia de Salta (región vitivinícola Norte): posee clima cálido y seco, 
con buena presencia de sol. En los Valles Calchaquíes (SO de la provincia de 
Salta), la época de lluvia es cálida y parcialmente nublada y la seca mayormente 
despejada. La temperatura anual varía entre 5 y 25 °C; pocas veces resulta 
inferior a 1 °C o superior a 29 °C. Las muestras se tomaron en las localidades 
de Molinos (gran amplitud térmica, con máximas diurnas de 18 °C y mínimas 
nocturnas de -2 °C) y de Cafayate (Finca Arenal, Cachi) (clima seco, templado 
en verano y frío en invierno, con gran amplitud térmica diaria). Las vides 
muestreadas tenían entre 7 y 12 años y estaban injertadas en pies de las 
variedades 101-14 y SO4, que otorgan resistencia contra nematodos y filoxera. 
Las enfermedades de mayor incidencia en la región son el oídio y el mildiú, y se 
realizan tratamientos preventivos con azufre y cobre. En Cafayate se 
muestrearon dos viñedos, uno de Malbec (25° 30.696’ S, 066° 23.352’ W) y otro 
de Cabernet Sauvignon (25° 30.495’ S, 066° 23.360’ W), ambos ubicados a 
1.700 msnm. En Molinos, se tomaron muestras de un viñedo Malbec (26° 
04.846’ S, 066° 00.022’ W) y de uno Cabernet Sauvignon (26° 04.815’ S, 066° 
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00.206’ W), a 2.200 msnm. El quinto sitio fue un viñedo Malbec (25° 02.669’S, 
066° 04.460’ W), en Finca Arenal (Cachi), a 2.600 msnm. 
En Portugal se evaluaron tres sitios, ubicados en dos regiones con 
Denominación de Origen Controlado (DOC): i- Bairrada, con clima templado, 
noches cálidas, temperatura anual promedio entre 14,9 y 18,8 °C, 
precipitaciones de 85 mm anuales, y suelo franco arenoso; y ii- Alentejo, con 
clima cálido de tipo mediterráneo e influencia continental (Gomes, 2002), 
temperaturas promedio entre 15,9 y 20,9 °C, precipitaciones anuales promedio 
de 54,4 mm, y suelo franco arcilloso (Fraga et al., 2014). Las muestras se 
tomaron sólo de viñedos Cabernet Sauvignon, en las cercanías de Sangalhos 
(40° 29’ 41.7” N, -8° 27’11.3” E), a 20 msnm, en Campo Maior (Alentejo) (39° 03’ 
47” N, 7° 05’ 45” E), a 307 msnm, y en Reguengos de Monsaraz (Alentejo) (38° 
22’ 42” N, 7° 33’ 40” E), a 213 msnm. 
En Francia las muestras se tomaron en Cahors (región Mediodía – 
Pirineos), con clima mediterráneo. En 2016 las temperaturas promedio 
fluctuaron entre 11,5 y 18,1 °C, con precipitaciones anuales promedio de 946 
mm, y el viñedo muestreado (44°26’54” N, 1°08’05” E) se ubicó a 240 msnm. 
 
II. 3. 2. Análisis de datos de secuencias del espaciador ribosomal ITS1 
 
Para caracterizar las comunidades fúngicas de uvas, hojas y rizósfera de 
vides Malbec y Cabernet Sauvignon se realizó la secuenciación masiva de la 
región espaciadora ribosomal ITS1. Se procesaron 171 muestras provenientes 
de 19 viñedos (57 de uvas, 57 de hojas y 57 de rizósfera), once de cultivar Malbec 
y ocho de cultivar Cabernet Sauvignon (Tabla II.1).  
De las muestras de uvas se logró amplificar 46, obteniendo 3.410.926 
amplicones que superaron los controles de calidad, con 22.979 a 143.044 
lecturas/muestra. Para hojas se amplificaron 41 de las 57 muestras, generando 
2.391.164 amplicones que superaron los filtros de calidad; con 8.334 a 232.588 
lecturas/muestra. Para rizósfera se amplificaron 50 de las 57 muestras, 
obteniendo 3.467.815 amplicones que superaron los filtros de calidad, con 
6.514 a 212.851 lecturas/muestra (Tabla II.S1). 
La diversidad de las comunidades fúngicas se evaluó, en cada muestra, 
por análisis de las curvas de rarefacción (Figura II.1). Las curvas son indicativas 
del esfuerzo de muestreo (lecturas por muestra); si la curva llega a ser asintótica 
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se considera un buen muestreo (Rodríguez & Konstantinidis, 2014), y funciona 
como medida de la profundidad de los ensayos. 
 
Tabla II.1 Origen y denominación de las muestras colectadas. *Indica la ausencia de 
esas secuencias en el análisis de los datos. 
 
Las curvas de rarefacción indicaron una buena cobertura de muestreo 
en la mayoría de los casos. La Figura II.1.A exhibe buena cobertura para las 
muestras de uvas. Para algunas muestras de hojas (FARMA16, FNMA16, 
BNMA16 y FAMMA16) y las dos réplicas de la muestra FCMA16 de rizósfera, las 
curvas no alcanzaron la saturación. Sin embargo, dado que en la mayoría de los 
casos se observa que las curvas alcanzan un plateau, puede considerarse que 
la secuenciación masiva de la región ITS1 exhibe adecuadamente la diversidad 








Figura II.1Análisis de rarefacción para estimaciones de taxa en comunidades fúngicas 
(95% de confianza). A: asociadas a uva; B: asociadas a hoja; C: asociadas a rizósfera. 
Región Sitio Uvas Hojas Rizósfera 
  Muestras Muestras Muestras 
  Obtenidas Secuenciadas Obtenidas Secuenciadas Obtenidas Secuenciadas 
San Juan FNMA16 3 3 3 3 3 3 
 FNCA16 3 3 3 3 3 3 
 FAMA16 3 3 3 2 3 3 
 FACA16 3 3 3 3 3 3 
Mendoza BTMA16 3 3 3 1 3 3 
 BTCA16 3 3 3 * 3 3 
Rio 
Negro 
FPMA16 3 1 3 3 3 3 
 FPCA16 3 * 3 3 3 3 
 BNMA16 3 3 3 3 3 3 
Salta FAMMA16 3 3 3 3 3 3 
 FAMCA16 3 3 3 3 3 3 
 FCMA16 3 1 3 1 3 2 
 FCCA16 3 3 3 2 3 2 
 FARMA16 3 3 3 1 3 3 
Cahors FVM16 3 * 3 2 3 3 
 FVL16 3 1 3 1 3 1 
Alentejo PAM16 3 2 3 2 3 2 
 PHE16 3 3 3 2 3 1 
Bairrada PSJ16 3 2 3 3 3 2 
        
 Total 57 46 57 41 57 50 
A B C 
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El paso siguiente consistió en normalizar la profundidad de secuenciación 
(número de lecturas), y los valores elegidos resultaron de 8.334 lecturas para 
hojas, de 6.514 para rizósfera y de 22.979 para uvas. 
 
II.3.3. Análisis de diversidad en comunidades fúngicas 
 
Para analizar la diversidad de las comunidades fúngicas se evaluaron la 
Riqueza (R) (número de OTUs - Operational Taxonomic Units), el índice de 
Simpson (1-D) y el de Shannon (H). El índice de Shannon es el más empleado 
en estudios ecológicos (Hill et al., 2011; Martensson, 2016), pese a que su 
sensibilidad a especies de baja frecuencia tiende a disminuir el impacto de éstas 
en las comunidades. Por el contrario, el índice de Simpson (Peet, 1974; 
Martensson, 2016) sí considera las especies de baja frecuencia. El análisis de 
-diversidad se realizó comparando R y ambos índices. 
Eliminadas las secuencias correspondientes a posibles quimeras, la 
asignación de OTUs se realizó tomando un valor de 97% de identidad de 
nucleótidos, obteniendo 1.048 OTUs en uvas, 923 en hojas y 3.313 en rizósfera. 
Los valores de Riqueza/muestra fluctuaron entre 51 y 204 OTUs en uvas, 33 y 
175 en hojas y 76 y 357 en rizósfera (Tabla II.2). 
El índice de Shannon varió entre 1,55 y 2,91 para uvas, 0,67 y 3,04 para 
hojas y 2,08 y 4,35 para rizósfera (Tabla II.3). Este índice considera la cantidad 
de especies existentes en la muestra y la cantidad relativa de individuos por 
especie, es decir, contempla la riqueza y la abundancia de especies. El valor 
mínimo es cero, indicativo de ausencia de diversidad, y superior a 3 se considera 
comunidad muy diversa.  
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Tabla II.2 Valores de Riqueza en comunidades fúngicas asociadas a uvas, hojas y 
rizósfera. 
 
Los valores del índice de Simpson (1-D) oscilaron entre 0,54 y 0,91 en 
uvas, 0,22 y 0,91 en hojas y 0,7 y 0,97 en rizósfera (Tabla II.4). Este índice mide 
la posibilidad de dominancia de una especie y de una población; cuando su 
valor se acerca a 1, mayor es el equilibrio en la diversidad de un hábitat. 
La comparación de los valores de Riqueza y de los índices de diversidad 
obtenidos, según tejido de la vid (uvas, hojas, rizósfera), mostraron diferencias 
significativas mediante el análisis estadístico ANOVA (S p=1,83E-20, F=65,03; 
H p=9,082E-12, F=45,35; 1-D p=0,001608, F=6,752).  
 
 
Región Muestra Uvas Hojas Rizósfera 
 FNMA16 133,3311,90 111,673,30 298,6725,98 
SAN JUAN FNCA16 98,6711,44 93,6710,14 299,0044,55 
 FAMA16 100,677,76 157,508,50 284,0088,59 
 FACA16 93,3311,59 108,3310,40 231,0035,56 
MENDOZA BTMA16 111,003,74 84,00 257,3318,80 
 BTCA16 116,3315,58 *  351,0032,62 
 
FPMA16 166,00 119,0013,37 299,3378,67 
RIO NEGRO 
FPCA16 * 137,005,44 343,6639,33 
 BNMA16 179,6725,00 175,3313,37 273,6791,51 
 
FAMMA16 75,6732,77 62,339,98 105,6710,40 
 
FAMCA16 69,333,86 38,672,87 226,3374,64 
SALTA FCMA16 175,00 87,00 305,0084,00 
 FCCA16 83,3318,91 77,5010,50 206,33114,78 
 
FARMA16 59,0025,57 67,00 76,0010,03 
CAHORS 
FVM16 * 657,07 226,0023,60 
 
FVL16 83,00 55,00 232,00 
ALENTEJO 
PAMM16 51,006,00 159,5015,50 147,0026,00 
 
PHEM16 123,6715,80 139,504,50 188,00 
BAIRRADA PSJM16 204,003,00 33,6710,78 204,002,00 
*Indica ausencia de muestras. 
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Tabla II.3 Valores de índice de Shannon en comunidades fúngicas asociadas a uvas, 
hojas y rizósfera. 
Asimismo, el análisis Tukey Pairwise evidenció una diferencia 
significativa en la diversidad de comunidades fúngicas asociadas a rizósfera y a 
uvas y hojas (Figura II.2). No se observaron diferencias entre las comunidades 
asociadas a hojas y uvas (Figura II.2). Previamente se ha descripto que las 
partes aéreas de la planta constituyen un ambiente hostil para los 
microorganismos, y por esta razón las comunidades asociadas a las mismas 
presentan menor diversidad (Yang et al., 2001). Las comunidades de rizósfera, 
al asociarse a un tejido vegetal más protegido, presentan mayor diversidad. 
Estas observaciones se evidenciaron también en el análisis de los índices por 
sitio de muestreo, con excepción de las muestras correspondientes al sitio 




Región Muestra Uvas Hojas Rizósfera 
 FNMA16 2,090,19 2,660,15 4,350,39 
SAN JUAN FNCA16 1,960,21 2,330,18 3,960,60 
 FAMA16 2,17 0,13 2,630,23 3,781,13 
 FACA16 1,800,19 2,530,05 2,530,75 
MENDOZA BTMA16 2,170,02 2,11 3,190,32 
 BTCA16 2,120,26 * 3,990,08 
 FPMA16 1,81 2,550,62 3,461,05 
RIO NEGRO FPCA16 * 1,800,07 3,680,28 
 BNMA16 2,910,16 3,040,09 2,920,91 
 FAMMA16 1,770,48 1,500,37 2,410,83 
 FAMCA16 1,800,30 1,440,28 3,530,66 
SALTA FCMA16 2,42 2,03 3,011,91 
 FCCA16 2,060,20 2,260,43 2,391,31 
 FARMA16 1,840,28 1,43 2,080,37 
CAHORS FVM16 * 1,760,01 3,340,20 
 FVL16 1,53 0,67 3,44 
ALENTEJO PAM16 1,550,09 2,800,04 2,361,13 
 PHE16 1,770,14 2,260,10 2,97 
BAIRRADA PSJ16 2,300,14 0,870,39 3,640,60 
*Indica ausencia de muestras. 
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Tabla II.4 Valores de índice de Simpson en comunidades fúngicas asociadas a uvas, 
hojas y rizósfera. 
 
Región Muestra Uvas Hojas Rizósfera 
San Juan FNMA16 0,790,03 0,880,02 0,970,02 
 FNCA16 0,800,03 0,830,03 0,910,09 
 FAMA16 0,740,02 0,850,05 0,900,11 
 FACA16 0,750,06 0,860,02 0,720,21 
Mendoza BTMA16 0,820,01 0,81 0,870,04 
 BTCA16 0,790,07 * 0,940,00 
Río Negro FPMA16 0,70 0,650,20 0,860,17 
 FPCA16 * 0,850,03 0,920,04 
 BNMA16 0,910,02 0,910,00 0,790,15 
Salta FAMMA16 0,720,15 0,610,14 0,760,25 
 FAMCA16 0,710,06 0,610,12 0,910,06 
 FCMA16 0,82 0,77 0,700,37 
 FCCA16 0,800,04 0,800,11 0,680,25 
 FARMA16 0,750,10 0,55 0,730,14 
Cahors FVML16 0,54 0,650,00 0,900,02 
 FVLM16 * 0,79 0,92 
Alentejo PAMM16 0,690,02 0,870,00 0,730,27 
 PHEM16 0,720,02 0,780,02 0,88 
Bairrada PSJM16 0,200,01 0,610,23 0,920,01 














Figura II.2 Boxplot de valores de Riqueza (S), índices de Shannon (H’) y de Simpson (1-
D). Los análisis se realizaron de modo independiente. A, B y C: Riqueza, índice de 
Shannon e índice de Simpson de comunidades fúngicas. Se indican las diferencias 
significativas entre muestras de uvas, hojas y rizósfera, según análisis deTukey 
Pairwise. 
 
A fin de comparar la diversidad fúngica entre regiones (-diversidad), se 
calcularon las distancias en los perfiles taxonómicos de cada sitio, obteniendo 
una matriz de distancias entre todas las muestras. La similitud/disimilitud 
entre poblaciones puede calcularse aplicando distintas métricas, como Bray-
Curtis y UniFrac ponderadas y no ponderadas (Bray & Curtis, 1957; Lozupone 
et al., 2007). Bray-Curtis sólo considera la composición taxonómica compartida 
entre muestras, mientras que UniFrac contempla la distancia genética entre 
OTUs en cada muestra, respecto de OTUs de las otras muestras. La matriz de 
distancia UniFrac generalizado (Chen et al., 2012) permitió estudiar la 
distribución en las comunidades fúngicas aplicando gráficas de Escalamiento 
Multidimensional no-métrico (NMDS). Se evaluó si el cultivar de vid, el pie, el 
sistema de conducción y la región de origen constituían factores con influencia 
en la estructura de la comunidad fúngica asociada a diferentes tejidos de la vid 
(Figura II.3)  
El análisis, mediante PERMANOVA con matriz de distancia vegan::adonis 
(p≤0,001) (Anderson, 2001) reveló la influencia del pie, del sistema de 
conducción y de la región geográfica en la diversidad de comunidades fúngicas 
asociadas a uvas, hojas y rizósfera. Respecto al cultivar, se observó que influye 
en la estructura de las comunidades fúngicas de uvas y hojas (valor p≤0,003 y 

















Figura II.3. Análisis de Escalamiento Multidimensional No-Métrico (NMDS) de 
comunidades fúngicas en 14 sitios de Argentina, 3 de Portugal y 2 de Francia. 
Agrupación de comunidades fúngicas asociadas a uvas según: A: varietal, B: pie, C: 
sistema de conducción, D: región; comunidades asociadas a hojas: E: varietal, F: pie, 
G: sistema de conducción, H: región; comunidades asociadas a rizósfera: I: varietal, J: 
pie, K: sistema de conducción, L: región. Se aplicó UniFrac generalizado con distancias 
de disimilitud de 20%.  Se incluyeron los valores P del análisis multivariado 
PERMANOVA. 
 
II.3.4. Análisis taxonómico de comunidades fúngicas  
 
La composición taxonómica de las comunidades fúngicas estudiadas 
mostró un total de 12 filos (Phylum) en uvas, 11 en hojas y 16 en rizósfera. Al 
menos 10 de estos filos se hallaron en los distintos tejidos muestreados de la 
vid. La mayoría de las lecturas, sin embargo, correspondieron a hongos sin filo 
identificado, representando un 74% en uvas, un 56,5% en hojas y un 38,4% en 
rizósfera. De los filos identificados, el primero en importancia resultó 
Ascomycota, con presencia del 21,8% en uvas, 30,4% en hojas y 35,6% en 
rizósfera. O sea que en rizósfera se observó una distribución equilibrada entre 
los mismos El filo Basidiomycota se halló en los tres tejidos de la vid, como 
tercero en abundancia si se considera el porcentaje de los filos sin asignación 
A B C D 
I L K J 
F H G E 
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taxonómica (Figura II.4). En uvas, las OTUs fúngicas con asignación taxonómica 
constituyeron el 25,78%, en hojas el 39,9% y en rizósfera el 46,85%. En 
rizósfera, en cambio, se halló mayor proporción de los filos Mortierellomycota 
(5,3%), Rozellomycota (2,4%), Glomeromycota (1,6%), Mucoromycota (0,4%), 
Blastocladiomycota (0,3%) y Olpidiomycota (0,06%). Estos filos mostraron 
abundancias menores a 0.002% en uvas y hojas, con excepción de 
Rozellomycota, que en uvas alcanzó a 0,03%. En rizósfera se identificaron otros 
dos filos fúngicos, Entomophthoromycota y Zoopagomycota, con abundancias 















Figura II.4. Distribución de filos en comunidades fúngicas asociadas a uvas, hojas y 
rizósfera. 
 
En una categoría filogenética inferior, la de Clase, la más abundante 
resultó ser Dothideomycetes, con abundancias relativas de 15,9% en uva, 32,2% 
en hoja y 18,2% en rizósfera. La Figura II.5 muestra las abundancias relativas 
de las Clases identificadas en cada sitio de muestreo. Se observó que 
Dothideomycetes es particularmente elevada en muestras de uvas de los sitios 
FVL16 (67,8%) (Cahors), FPMA16 (54,1%) y BNMA16 (31,4%) (Rio Negro) (Figura 
II.5A); en hojas de los sitios FVLA16 (89%), PSJ16 (72,3%) (Bairrada), FAMMA16 
(69,3%) y FARMA16 (68,3%) (Salta) (Figura II.5B); y en rizósfera de los sitios 
FACA16 (53,3%) (San Juan), BTMA16 (39,3%) (Mendoza) y FCCA16 (39,2%) 
(Salta) (Figura II.5C). Además, Dothideomycetes mostró mayor abundancia en 
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Figura II.5 Distribución de comunidades fúngicas en la categoría de Clase, por sitio de 
muestreo. A: uvas B: hojas y C: rizósfera. 
 
En la categoría filogenética de Orden, Pleosporales resultó más 
abundante en rizósfera (17,7%), y Dothideales en uvas (9,9%) y hojas (26,1%). 
Los órdenes con presencia en uvas, hojas y rizósfera correspondieron a 
Filobasidiales (0,50% en uvas, 3,04% en hojas y 5,96% en rizosfera) (Clase 
Tremellomycetes); Tremellales (1,26% en uvas, 1,49% en hojas, 1,03% en 
rizósfera) (Clase Basidiomycetes); Sporidiobolales (0,41% en uvas, 0,58% en 
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(levaduras) (4,64% en uvas, 0,08% en hojas y 1,11% en rizósfera) (Clase 
Saccharomycetes). Esta Clase resultó la más elevada en uvas de FARMA16 
(29,5%) (Salta), seguida de FAMA16 (16,8%) (San Juan) (Figura II.5A). 
El orden Saccharomycetales es el de mayor relevancia para la industria 
vitivinícola, dada la capacidad fermentadora de las levaduras. Los géneros 
identificados, pertenecientes a este Orden, resultaron Aureobasidium como 
predominante en uvas (7,5%) y hojas (14,8%), con baja presencia en rizósfera 
(1,8%). También se hallaron los géneros Metschnikowia, en hojas (0,04%) y 
rizósfera (0,8%), Pichia, en uvas (0.9%) y rizósfera (0,07%), Hanseniaspora, sólo 
en uvas (0,08%), Cystobasidium en uvas y hojas (<0.01%), Vishniacozyma, en 
uvas (1,14%), hojas (1,45%) y rizósfera (0,08%), Sporobolomyces, en uvas (0,3%) 
y hojas (0,6%), Solicoccozyma, en uvas (0,01%) y rizósfera (5,6%), 
Rhodosporidiobolus, en uvas (0,2%) y hojas (0,02%), y Saccharomyces, género 














Figura II.6 Abundancia relativa de clases fúngicas en uvas, hojas y rizósfera, según 
varietal vínico. 
 
En menores proporciones se identificaron los géneros Fusarium (<0,01% 
en uvas y hojas, 3,4% en rizósfera), Mortierella (<0,01% en uvas y hojas, 5,2% 
en rizósfera), Naganishia, Didymella, Clitopilus, Coprinellus, Curvularia, 
Alternaria y Aspergillus, con abundancias inferiores a 0,1% en uvas, hojas y 
rizósfera. 
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La presencia-ausencia de OTUs en distintos tejidos de la vid y en 
diferentes cultivares se evidenció mediante Diagramas de Venn (Figura II.7). La 
Figura II.7 muestra que 602 OTUs resultaron compartidas entre uvas, hojas y 
rizósfera, valor que corresponde al 17,1% del total de OTUs. La cantidad de 
OTUs exclusivas fue superior en rizósfera, representando el 63,9% del total, y 
probablemente se relaciona con la mayor diversidad taxonómica encontrada en 












Figura II.7. Diagrama de Venn mostrando la cantidad de OTUs fúngicas compartidas 
(áreas superpuestas) entre uvas, hojas y rizósfera. 
 
La comparación entre cultivares Malbec y Cabernet Sauvignon mostró 
que, a nivel global, compartieron 2.259 OTUs, es decir, 64,9% de las OTUs 
identificadas (Figura II.8A). También se evaluó la cantidad de OTUs compartidas 
entre cultivares, por tipo de muestra. En las Figuras II.8B, II.8C y II.8D se 
observa que en uvas se compartieron 537 OTUs (51,1%), en hojas 524 (56,8%) 
y en rizósfera 1.217 (42,2%). La mayor cantidad de OTUs únicas se detectaron 
en Cabernet Sauvignon, en muestras de hojas (27,1%) y de rizósfera (22,2%). 
Las muestras de uvas presentaron mayor número de OTUs únicas en Malbec 






















Figura II.8. Diagrama de Venn indicando cantidad de OTUs compartidas entre cultivares 
Malbec y Cabernet Sauvignon. A: considerando el total de OTUs identificadas; B: OTUs 
identificadas en uvas; C: OTUs identificadas en hojas, y D: OTUs identificadas en 
rizósfera. Las áreas superpuestas corresponden a OTUs compartidas. 
 
Para evaluar similitudes/diferencias entre poblaciones microbianas 
según hábitat de la vid, se implementó un análisis de Escalamiento 
Multidimensional no-Métrico (NMDS) utilizando la matriz de distancia de Bray-
Curtis (Figura II.9). Este análisis evidenció mayor semejanza entre comunidades 











Figura II.9. Análisis de Escalamiento Multidimensional no-Métrico (NMDS) aplicando 
distancia de similitud de Bray-Curtis para clases fúngicas identificadas en uvas, hojas 
y rizósfera. 
 
 A Cabernet Sauvignon Malbec  B Malbec Cabernet Sauvignon 
 
Malbec Cabernet Sauvignon C D Malbec Cabernet Sauvignon





Distintos factores geográficos y ambientales, como tipo de suelo y clima, 
inciden en la estrategia de manejo agrícola a adoptar para un viñedo (Burns et 
al. 2016). Estos factores pueden afectar la microbiota fúngica asociada de 
manera variable, según el tejido vegetal que habite. La rizósfera es una zona 
rica en nutrientes debido a que los exudados de las raíces (Nannipieri et al., 
2007) poseen efectos estimulatorios sobre los microorganismos, los que a su vez 
aportan a la composición fisicoquímica de la zona radicular (Mukerji et al., 
2006).  
La filosfera está sometida a continuas fluctuaciones de radiación solar, 
temperatura, humedad y disponibilidad de nutrientes, factores que influyen en 
las comunidades microbianas asociadas (Lindow & Brandl, 2003; Rastogi et al., 
2013). Las mismas consideraciones pueden hacerse extensivas a las 
poblaciones fúngicas de la superficie de las uvas (Pretorius et al., 2006, Gac & 
Ganga, 2007, Valero et al., 2007; Drumonde-Neves et al., 2017). 
El propósito de este trabajo consistió en identificar aquellos factores con 
influencia en la estructura de las comunidades fúngicas asociadas a uvas, hojas 
y rizósfera, en viñedos con cultivares Malbec y Cabernet Sauvignon, ubicados 
en diferentes zonas geográficas y con distintos manejos agronómicos. Mediante 
secuenciación masiva del espaciador ribosomal ITS1 se determinó el número de 
OTUs en las muestras obtenidas. A través del cálculo de Riqueza y del índice de 
Shannon, se pudo comprobar que la diversidad de las comunidades asociadas 
a rizósfera era superior a la hallada en las de uvas y hojas. Mediante cálculo del 
índice de Simpson, se halló que los valores inferiores correspondían a las 
muestras de hojas y uvas, otorgando así una mayor posibilidad de dominancia 
de una especie en las comunidades que habitan estas muestras. 
El análisis de ß-diversidad, mediante NMDS, mostró que tanto el tipo de 
pie como el sistema de conducción empleados en el viñedo, influyen en la 
estructura de la comunidad fúngica. Con respecto al cultivar, se observó que 
resulta un factor importante para las comunidades fúngicas de hojas y uvas, 
pero no para las de rizósfera. Asimismo, se observó que se podía agrupar las 
muestras según las regiones geográficas de procedencia. Al respecto, las 
muestras procedentes de sitios de Argentina exhibieron una mayor similitud en 
los valores de diversidad, al igual que las de Europa, con la excepción, en este 
caso, de las muestras de hojas. 
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Estos resultados permitieron corroborar el vínculo entre las 
características ambientales, el manejo agronómico del viñedo, el cultivar vínico 
y las comunidades fúngicas asociadas a diferentes tejidos de la vid. De acuerdo 
a Zarraonaindia et al. (2015), es posible detectar similitudes entre comunidades 
fúngicas de distinto origen geográfico, si bien el tipo de tejido vegetal que 
habitan (uvas, hojas y/o rizósfera) es la variable más significativa en relación a 
la diversidad. Esto se pudo comprobar en el presente trabajo, al evaluar la 
distribución (ß-diversidad) mediante NMDS, y observar que en muestras del 
mismo tipo este valor tendía a estar más relacionado.  
El análisis taxonómico permitió comprobar que ciertos taxones fúngicos 
resultan omnipresentes en los viñedos, situación previamente descripta para 
viñedos situados en sitios cercanos (Setati et al., 2012; Gilbert et al., 2014; 
Salvetti et al., 2016). La identificación de las poblaciones fúngicas ha sido 
posible gracias a los avances de las herramientas moleculares. La región 
espaciadora interna (ITS) se ha convertido en el marcador oficial de las 
poblaciones de hongos, acordado por 37 micólogos de12 países durante el 
Smithsonian's Conservation and Research Centre, Front Royal, Virginia, USA en 
mayo de 2007 (Bellemain, 2010). La base de datos International Nucleotide 
Sequence Databases en conjunto con otras bases de datos, contiene al menos 
100.000 secuencias ITS fúngicas derivadas de secuenciación de DNA 
convencional por Sanger (Nilsson et al., 2009; Bellemain et al., 2010). Sin 
embargo, aún existen errores en la identificación fúngica como consecuencia de 
problemas técnicos (Nilsson et al., 2006; Bellemain et al., 2010).  
Los filos descriptos como más abundantes en suelos agrícolas son 
Ascomycota y Basidiomycota (Hardoim et al., 2015; Toju et al., 2013; 
Jumpponen et al., 2014; Hassani et al., 2018). En el presente estudio se 
identificaron como predominantes las clases Dothideomycetes (Ascomycota) 
(más abundante en hojas) y Tremellomycetes (Basidiomycota) (más abundante 
en rizósfera). También se evidenció la presencia de géneros fúngicos 
compartidos por diferentes tejidos de la vid, Vishniacozyma, Fusarium, 
Mortierella, Naganishia, Didymella, Clitopilus, Coprinellus, Curvularia, 
Alternaria, Aspergillus (el más abundante en la mayoría de las muestras), y 
Aureobasidium. Alternaria y Aspergillus, géneros responsables de causar la 
podredumbre de las uvas en etapas previas a la cosecha (Fleet, 1999; Magnoli 
et al, 2003), sólo se hallaron en una abundancia inferior al 1%. La cepa 
Aspergillus carbonarius, es productora de ocratoxina A (OTA), que posee 
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potencial carcinogénico en humanos y puede encontrarse en ciertos alimentos 
y en vinos (Felice et al., 2008). Por otra parte, el género Aureobasidium resulta 
de interés biotecnológico para viñedos y bodegas, dado que se ha demostrado 
que cepas de A. pullulans pueden desarrollar funciones como agentes de 
biocontrol contra Penicillium digitatum en cítricos y manzanos, y contra A. 
carbonarius en uvas (Varela & Borneman, 2017). En bodegas, su aplicación 
incluye la producción de pectinasas, empleadas para la clarificación de vinos 
(Varela & Borneman, 2017), y de β-glucosidasas, para la mejora del aroma (Baffi 
et al., 2011; Varela & Borneman, 2017).  
Sorprendentemente, los géneros de levaduras Hanseniaspora y 
Saccharomyces, sólo pudieron hallarse en uvas y rizósfera, respectivamente. 
Ambos géneros son de relevancia para la industria vitivinícola; Hanseniaspora 
por su capacidad de potenciar la producción de compuestos aromáticos en vino, 
como los ésteres (Escalante et al., 2011; Jara et al., 2016), y Saccharomyces por 
su capacidad fermentadora y tolerancia a elevados niveles de etanol (Ribereau-
Gayon et al., 2006; Jara et al., 2016).  
Resulta clara la importancia de identificar aquellos integrantes de 
comunidades microbianas asociadas a la vid que en contacto con el mosto 
puedan influir en el desarrollo de aromas y sabores en el vino producido (Setati 
et al., 2012; Martins et al., 2012; Martins et al., 2014; Bokulich et al., 2016; 
Grangeteau et al., 2016; Portillo et al., 2016; Salvetti et al., 2016; Oliveira et al., 
2018; Vitulo et al., 2019). Así como conocer la variedad de hongos y su función 
en los viñedos, para hallar aquéllos con capacidad de incrementar la resistencia 
de las vides a patógenos, o generar tolerancias a situaciones de estrés, o influir 
en la producción de metabolitos con consecuencias en la calidad del vino 
(Grangeteau et al., 2016; Mezzasalma et al., 2017, 2018).  
Los resultados alcanzados confirman el impacto de ciertos factores 
biogeográficos y agrícolas en la estructura y diversidad de las comunidades 
fúngicas epífitas que habitan hojas, uvas y rizósfera, y aportan conocimiento 
sobre el complejo ecosistema del que forman parte viabilizando, a futuro, la 
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II.5 Material Suplementario 
 
Tabla II.S1. Resumen de datos de secuenciación de la región ITS1 en muestras de uvas, 






























No. de sitios 19 19 19
No. de Muestras Iniciales 60 57 57
No. muestras 46 41 50
No. observaciones OTUs 1048 923 3313
Suma total reads 3410926 2391164 3467815
Suma de Reads Normalizacion 1057034 341694 325700
Min 22979 8334 6514
Max 143044 232588 212851
Media 74729.5 50073 73286.5
Mean 74150.56522 58321.07317 69356.3









Figura II.S2. Temperaturas y precipitaciones anuales de las distintas regiones muestreadas en 
Francia, Argentina y Portugal. Datos extraídos a partir de http://www.es.weatherspark.com, 
http://www.climate data.org, http://www.meteo-net.com y del Instituto de Clima y Agua 





















































Capítulo III. Caracterización de la 
diversidad de la microbiota asociada 
a la rizósfera de la vid en función del 
año de vendimia, finca y cultivar  
 





La actividad y diversidad de la microbiota resultan condicionantes de la 
fertilidad, estabilidad y funcionamiento de ecosistemas y agroecosistemas. La 
diversidad microbiana es esencial para garantizar los ciclos de nutrientes y los 
procesos de descomposición vegetal en cualquier ecosistema terrestre, mediante 
oxidación, reducción, descomposición de materia orgánica y mineralización, así 
como por interacciones inter e intra-específicas reguladas por los microorganismos 
que habitan el nicho. Profundizar el conocimiento de la diversidad microbiana 
constituye una de las líneas de investigación más relevantes de la ecología, dados 
sus múltiples aportes al conocimiento de la función, estructura, evolución y relación 
de las poblaciones que la componen (Acinas, 2007; Lopez-Reyes et al., 2015; Cadena-
Zamudio et al., 2016). El trabajo con microorganismos resulta dificultoso dado que, 
en su mayoría, al no hallarse en condiciones similares a las de sus ecosistemas 
naturales, no pueden cultivarse in vitro. Se estima que más del 99% de la comunidad 
microbiana de un determinado ambiente no resulta accesible por los métodos 
tradicionales de la microbiología: aislamiento y caracterización bioquímica y 
metabólica. 
El desarrollo de nuevas técnicas de biología molecular para analizar 
comunidades microbianas o microbiomas de diferentes nichos ecológicos se ha 
convertido en una herramienta muy importante, ya que permite estudiar con mayor 
detalle su estructura y la función que desempeñan en el ambiente, bajo condiciones 
naturales (Metzker, 2010; Schmeisser et al., 2007). Los métodos basados en análisis 
de DNA o RNA constituyen herramientas útiles para la amplificación de blancos 
moleculares en comunidades, y permiten detectar e identificar microorganismos, o 
indagar la funcionalidad de ciertos genes relacionados a su metabolismo (Wang & 
Chang, 2011; Zelicourt et al., 2013; Carvalhais et al., 2013; Dey et al., 2014).  
Las comunidades microbianas también se estudian aplicando un enfoque 
metagenómico, que proporciona mayor cantidad de datos a procesar (Giga o 
Terabases de nucleótidos), dado que los mismos corresponden al total de los 
organismos existentes en determinado nicho ecológico (Edwards et al., 2013; Shakya 
et al., 2013; Bulgarelli et al., 2015). Los enfoques metagenómicos resultaron 
impulsados por los avances en la secuenciación masiva de ácidos nucleicos, que 
proporciona información tanto de los microorganismos cultivables como de los no 
cultivables, en diversos ambientes, así como en la detección de genes asociados a la 
biosíntesis de enzimas, proteínas u otros metabolitos relevantes, con aplicación 
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biotecnológica o con beneficio en actividades humanas diversas (Lorenz & Eck, 2005; 
Ghazanfar et al., 2009; Sudan & Vakhlu, 2015). La mayor ventaja de la 
metagenómica es brindar información sobre la estructura de las comunidades 
microbianas (riqueza y distribución), sus genomas, y realizar diversos análisis: 
funcionalidad de genes, proteínas, enzimas y metabolitos secundarios, filogenéticos 
y taxonómicos a nivel de especie, y de transferencia horizontal de genes entre 
microorganismos (bacterias, hongos, arqueas y virus) (Hugenholtz & Tyson, 2008).    
Al microbioma de las plantas, compuesto por diversos grupos de hongos, 
bacterias, arqueas, oomycetes y virus, se lo considera como una extensión genómica 
del organismo hospedador, ya que cumple múltiples funciones que resultan clave 
para la sanidad y productividad vegetal (Mendes et al., 2011; Berendsen et al., 2012; 
Turner et al., 2013; Berg et al., 2014; Beckers et al., 2017). En particular, el 
microbioma de la vid (Vitis vinífera) es un consorcio conformado por hongos 
filamentosos, levaduras y bacterias, sobre el cual impactan diversos factores, tanto 
bióticos como abióticos, de importancia para las características regionales de los 
vinos (Setati et al., 2012; Bokulich et al., 2014; Morgan et al., 2017). La diversidad 
de microorganismos varía en los distintos órganos de la planta de vid, siendo mayor 
en el tallo y superior aún en el suelo adyacente a las raíces de la planta (rizósfera) 
(Martins et al., 2013). La dinámica microbiana del suelo es de las más complejas, 
particularmente la del suelo rizosférico, dada la cantidad de exudados liberados por 
las plantas que aportan nutrientes y promueven la selectividad y competencia entre 
microorganismos (Philippot et al., 2013) 
Muchas prácticas de manejo, propias de los viñedos, también influyen en las 
características del suelo, modulando los sistemas radiculares de las plantas e 
impactando en las comunidades microbianas asociadas a este nicho ecológico. 
Asimismo, los microorganismos rizosféricos influyen en las microbiotas asociadas a 
otras estructuras de la planta (Zarraonaindia et al., 2015). Por esto, el sistema 
radicular resulta un jugador clave en la definición de las comunidades bacterianas 
asociadas a la planta, contribuyendo al terroir microbiano de la fruta y de los 
productos de la vid. En este sentido, su caracterización conlleva la ventaja de 
identificar microorganismos como marcadores biológicos del terroir (Bokulich et al., 
2014; Knight et al., 2015), que establecen una marca o impronta que resulta 
trascendental en la identificación de los vinos y que está dada por la presencia de 
metabolitos secundarios derivados de las actividades bacterianas y fúngicas en los 
viñedos (Pinto et al., 2014; Belda et al., 2017). Dichos microorganismos condicionan 
la calidad de la uva y de los consecuentes procesos fermentativos del mosto y del 
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vino (Mezzasalma et al., 2017). Para comprender los roles cruciales de los 
microorganismos en el proceso completo de elaboración del vino, debemos conocer 
sus nichos ecológicos, su dinámica poblacional y las relaciones entre “microbioma - 
sanidad de la vid” y “microbioma - metaboloma del vino”, que constituyen etapas 
críticas para el diseño de prácticas enológicas de precisión (Belda et al., 2017). 
En este contexto se realizaron numerosos esfuerzos para comprender la 
dependencia de la estructura de los microbiomas de factores como clima, tipo de 
suelo, cultivar de uva y manejo agronómico del viñedo (Setati et al., 2012; 
Zarraonaindia et al., 2015; Burns et al., 2016; Morgan et al., 2017). Los 
microorganismos del suelo pueden verse afectados por factores abióticos 
(temperatura, altitud, humedad y nutrientes del suelo) y por factores bióticos 
(interacciones con otros microorganismos) (Corneo et al., 2013). Del mismo modo, 
Marasco et al., (2018) mostraron que cambios en el genotipo de la planta pueden 
afectar el sistema radicular de las vides y, consecuentemente, al microbioma 
rizosférico. Otros autores hallaron que ciertas prácticas de intervención humana, 
como la labranza, pueden modificar la disponibilidad de materia orgánica, estructura 
y nutrientes del suelo, cambios que afectan la composición microbiana nativa (Vega-
Avila et al., 2014; Setati et al., 2015; Burns et al., 2016), que también puede estar 
condicionada por el valor del pH del suelo (Steenwerth et al., 2008).  
Si bien se conoce la importancia de los microorganismos en la conservación 
del equilibrio de los ecosistemas, aún resultan escasos los estudios sobre la 
variabilidad de las comunidades en condiciones naturales. Dada la importancia 
económica y cultural de la explotación de la vid para la elaboración de vino, resulta 
necesario comprender los distintos factores que afectan la asociación de los 
microorganismos con este cultivo.  
Según la OIV, en 2017 el 45 % de la producción mundial de uva se destinó a 
la elaboración de vino y el 63% en el 2018. La producción vitivinícola en San Juan 
está centrada en los valles de Tulum, Ullum, Zonda y Pedernal, cuyas alturas varían 
entre 550 y 1300 msnm, con precipitaciones anuales promedio de 145 mm, siendo 
necesario el riego superficial por surcos y (Ministerio de Agroindustria, 2016). Este 
riego impactó en el volumen radicular de las vides, y causó cambios drásticos en los 
patrones de distribución microbiológica (Sandor & Homburg, 2017). Los suelos 
resultan bastante heterogéneos, siendo pobres en algunas zonas y fértiles en otras.  
El presente estudio se enfocó en la caracterización de las comunidades 
microbianas de viñedos de cultivares Malbec y Cabernet Sauvignon ubicados en el 
Valle de Ullum, provincia de San Juan. Dada la importancia de la microbiota en el 
Tesis Doctoral Capítulo III.  Mónica Oyuela  
70 
 
equilibrio de los ecosistemas y en la productividad de los mismos, el estudio se llevó 
a cabo durante tres vendimias consecutivas (2015, 2016 y 2017). Se realizó 
aplicando técnicas independientes de cultivo, mediante la amplificación del 
marcador ITS1 para determinar la microbiota fúngica y del gen 16S rRNA (región 
hipervariable (V3-V4) para la población procariota, en muestras rizosféricas 
obtenidas en la etapa previa a las cosechas. Los datos relevados permitieron evaluar 
y analizar la influencia de las variables más significativas en la modulación de las 
comunidades microbianas presentes. 
 
III.2. Materiales y Métodos 
 
III.2.1. Toma de muestras 
 
Se recogieron muestras en 2 fincas del Valle de Ullum, provincia de San Juan, 
separadas 6 km una de otra, Finca Norte (FN) y Finca Arriba (FA). Se cultivan 
principalmente los varietales Malbec (MA) y Cabernet Sauvignon (CA), sin 
portainjerto, y ambos viñedos se manejan en condiciones similares. Las muestras de 
rizósfera se recogieron en la semana previa a las cosechas 2015, 2016 y 2017 (Tabla 
III.1), a una distancia mínima de 7 m de los bordes de cada parcela, a partir de 9 
plantas limitadas a un cuadrante de 49 m2 .  
 
Tabla III. 1. Sitios de toma de muestras, ubicación y varietal 
 




















S 31° 28.407’ w068° 45.347’ 800 
      
 
El suelo se recolectó a 30 cm de profundidad, con pala desinfectada, y a unos 
20 a 30 cm del tallo hacia el interior de la entrefila. Las muestras se homogeneizaron, 
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tamizaron y una porción se utilizó para su análisis fisicoquímico. Se guardaron en 
bolsas estériles, etiquetadas según orden y número establecido en la Figura II.S1. 
Las muestras se agruparon para obtener tres (3) réplicas por sitio y año (4 sitios, 3 
réplicas, 3 años)(Paetz et al., 2005), resultando finalmente 12 muestras, a las que se 
denominó con las 2 letras indicativas de la finca (FN o FA), las 2 letras del varietal 
(MA o CA) y el año. A modo de ejemplo, la muestra FAMA15, corresponde a Finca 
Arriba–Malbec-2015. Las muestras se transportaron refrigeradas al laboratorio y se 
mantuvieron a -20 ºC hasta ser analizadas.  
 
III.2.2. Preparación de muestras de rizósfera y extracción de DNA  
 
Las raíces se removieron manualmente y se obtuvo el suelo adherido a las 
mismas en condiciones de esterilidad; en algunos casos resultó necesario ayudarse 
con pinzas y bisturí. Para eliminar los posibles restos de raíz, las muestras se 
tamizaron (tamaño de poros 0.5 mm2). La extracción de DNA se realizó a partir de 
0,4 g de suelo rizosférico, utilizando el kit FastDNA SPIN Kit for soil (MP Biomedicals, 
LLC, Solon, OH, USA), y siguiendo las instrucciones del proveedor. El DNA extraído 
se cuantificó mediante fluorómetro Qubit®2.0 155 (Thermo Scientific™). Para la 
evaluación de la pureza se midieron las relaciones de absorbancia 
espectrofotométrica 260/280 nm y 260/230 nm, respectivamente. Una relación a 
260/280 > 1.8 indica un DNA de pureza aceptable en relación a la presencia de 
proteínas, RNA y compuestos aromáticos; una relación a 260/230 con valores de 2.0 
a 2.2, indican ausencia de contaminación con sales, carbohidratos y fenoles. 
 
III.2.3. Amplificación y secuenciación de las muestras de DNA  
 
La diversidad de eubacterias y archeas en cada muestra de DNA se analizó 
mediante amplificación de la región hipervariable V3-V4 del gen 16S rRNA, utilizando 
los primers 341F (TCGTCGGCAGCGTCAGATGTGTATAAGAGACAGCCTAYGGGR 
BGCASCAG) and 806R (GTCTCGTGGGCTCGGAGATGTGTATAAGAGACAGGGACT 
ACNNGGGTATCTAAT), (amplicón de ~465 pb) (Hansen et al., 2012; Gobbi et al., 
2018). La construcción de bibliotecas se realizó mediante doble PCR, y de acuerdo a 
protocolos descriptos en Feld et al., (2016) y Gobbi et al., (2018). La diversidad de 
levaduras se analizó amplificando la región correspondiente al espaciador eucariota 
ITS1 (Internal Transcribed Spacer), ubicada entre los genes ribosomales 18S rRNA y 
5.8S rRNA), mediante los primers ITS1F (5′-ACTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA-3′) e 
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ITS2 (5′-BGCTGCGTTCTTCATCGATGC-3′)(Wang et al., 2017). Las reacciones de 
secuenciación se realizaron con la tecnología Illumina MiSeq. 
La doble amplificación se realizó como se describe a continuación. En la 
primera PCR, en un volumen final de 25 μL, la mezcla contenía: 12 μL de 
AccuPrime™ SuperMix II (Thermo Scientific™), 0.5 μL de seroalbúmina bovina (BSA) 
(concentración final de 0.025 mg/mL), 0.5 μL de los primers completos directo y 
reverso (stock de 10 μM), 1.5 μL H2O estéril y 5 μL de DNA molde. Esta mezcla de 
reacción se sometió a una pre-incubación a 95 °C por 2 min, seguida de 33 ciclos de 
95 °C por 15 seg, 55 °C por 15 seg, 68 °C por 40 seg, y de una extensión final a 68 
°C por 4 min. El DNA total se cuantificó mediante fluorómetro Qubit®2.0 155 
(Thermo Scientific™). 
La segunda PCR tuvo por objeto adicionar etiquetas (indizar) a cada amplicón 
obtenido en la primera PCR. Se empleó un volumen final de reacción de 28 μL, que 
contenía 12 μL de AccuPrime™SuperMix II (Thermo Scientific™), 2 μL de primers 
con las secuencias etiquetas (index) y extremos adaptadores para Illumina P7/P5, 7 
μL H2O estéril y 5 μL de amplicones de la primera PCR. Las condiciones de ciclado 
consistieron en: desnaturalización a 98 °C durante 1 min, seguida de 13 ciclos de 
desnaturalización a 98 °C por 10 seg, hibridación a 55 °C por 20 seg y extensión a 
68 °C por 40 seg, con una  extensión final a 68 °C por 5 min. En ambos casos, los 
productos de PCR se controlaron mediante electroforesis en un gel de agarosa 1,5%. 
La purificación de los productos de esta segunda PCR (limpieza de dímeros y 
componentes de la reacción de PCR) se realizó con HighPrep™ PCR (MAGBIO), que 
adhiere selectivamente los fragmentos de DNA a secuenciar El DNA indexado se 
cuantificó mediante fluorómetro Qubit®2.0 155 (ThermoScientific™). A 
continuación, las mezclaron en cantidades equimolares de 10 ng/l y se 
secuenciaron mediante IlluminaMiSeq, utilizando lecturas pareadas de 2 x 250 con 
V2 Chemistry (Gobbi et al., 2018). 
III.2.4. Procesamiento de datos de secuenciación  
 
El demultiplexing de las lecturas se realizó con el software bcl2fastq 
V.2.17.1.14 (Illumina). Los adaptadores de las secuencias de Illumina fueron 
eliminados con el software Trim Galore v0.4. 
https://github.com/FelixKrueger/TrimGalore.git mediante el cutadapt v1.8.3 (M. 
Martin, 2011). Las secuencias de primers se eliminaron desde el extremo 5' de cada 
lectura que forman un par y los pares de lecturas sin primers discernibles se 
descartaron utilizando un script en Biopython. 
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Las lecturas se procesaron de acuerdo a la plataforma UPARSE utilizando 
USEARCH V.10.0.240_i86linux64 (Edgar, 2013) con las siguientes diferencias: (i) el 
paso de filtrado de calidad y corte de longitud de las lecturas fue reemplazado con 
una estrategia alternativa de filtrado de calidad (usearch –fastq_filter –maxee 1.0) 
(Edgar & Flyvbjerg, 2015), (ii) para los datos de 16s rRNA, en el proceso de unión o 
merging de lecturas, aquellas fuera del rango de 373 pb a 453 pb se descartaron, y 
(iii) el clustering de lecturas en Unidades Taxonómicas Operativas  (OTUs por sus 
siglas en inglés) se realizó con la función unoise3 de USEARCH. Las tablas de OTUs 
se construyeron aplicando la función otutab de USEARCH.  
Las muestras asignadas en OTUs con menos de 5000 lecturas fueron 
descartadas. La taxonomía asignada a cada OTU se ejecutó con la función sintax 
(Edgar, 2016) de USEARCH, empleando como referencia, la base de datos Ribosomal 
Database Project Reference 16s Training Set con el nombre de especies (V.16) y la 
Utax Reference Dataset v7.2 (UNITE Community 2017): lanzamiento UNITE 
USEARCH/UTAX, Version 01.12.2017. UNITE Community. 
https://doi.org/10.15156/BIO/587476 para el análisis de los datos 16s rRNA e 
ITS1.  Las OTUs clasificadas como cloroplastos se descartaron Seguidamente, se 
descartaron aquellas OTUs que no contabilizaron al menos 30 lecturas o el 0,5% o 
más de lecturas, en al menos una de las muestras. Los arboles de OTUs se 
construyeron empleando la función cluster_agg (Edgar, 2010) de USEARCH.  
Estos datos luego se procesaron mediante la plataforma Rhea (Lagkouvardos 
et al., 2017), basada en lenguaje de programación R, que permite la normalización 
de lecturas para calcular - y -diversidad, agrupación y asignación taxonómica, 
comparación de grupos en serie, correlación entre datos y análisis estadísticos (la 
significación estadística se estableció en p ≤ 0.05; se muestran los valores de p 
menores a 0.05). Adicionalmente, los datos se analizaron con los programas QIIME 
2 v. 2017.9 (Caporaso et al., 2010) y PAST v.3 (Hammer et al., 2001).  
Alfa-diversidad (-diversidad) se refiere a la diversidad intra-muestra; Riqueza 
da cuenta del número de OTUs en una muestra; Índice de Diversidad estima el 
número de especies iguales en una muestra; Índice de Simpson se relaciona con 
Dominancia; Índice de Shannon se relaciona con Riqueza y Equidad. Para evitar 
estimaciones incorrectas de la Riqueza de especies debidas a la profundidad de 
secuenciación, Rhea sólo considera los recuentos normalizados superiores a 0,5. 
Para el análisis del perfil microbiano se comparó la composición alfa mediante un 
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análisis de varianza ANOVA (Hammer et al., 2001). Para la comparación de las 
muestras de a pares se utilizó el Tukey Pairwise (Olleveant, 1999). 
Para evaluar la -diversidad (diversidad entre muestras) se calcularon las 
distancias ecológicas UniFrac entre muestras en base a un umbral de 97% de 
similitud entre OTUs. A partir del cálculo de distancias UniFrac generalizado 
(ponderación entre pesado y no pesado), se realizaron análisis NMDS y prueba 
PERMANOVA, para determinar diferencias estadísticamente significativas.  
 
III.2.5. Caracterización fisicoquímica de suelos 
 
La caracterización fisicoquímica de los suelos se realizó en el Centro Nacional 
de Investigaciones Agropecuarias (CNIA – INTA) en Buenos Aires, donde el suelo se 
secó a 40 °C y luego se desagregó y tamizó según las normas de pretratamiento para 
análisis agropecuario (Norma IRAM-SAGPyA 29578: 2009), en ISO 11464 - Soil 
Quality. Pretreatment of Samples for Physico-chemical Analysis (Marban, 2005). Se 
valoraron los siguientes parámetros, siempre de acuerdo a las normas IRAM 
correspondientes: pH, materia orgánica, nitrógeno, fósforo extraíble, y textura.   
 
III.3. Resultados  
 
III.3.1. Características climáticas del Valle de Ullum y propiedades 
fisicoquímicas de suelos 
 
El Valle de Ullum se ubica en la zona centro sur de la provincia de San Juan 
y está rodeado por sierras al N, E y O, mientras que al S se ubica el río San Juan, 
formando el Embalse Ullum. El clima es desértico, con escasas precipitaciones, 
aridez considerable e importante amplitud térmica diaria y anual. Las temperaturas 
promedio oscilan entre los 27 °C en verano y los 8 °C en invierno, no registrándose 
precipitaciones mensuales superiores a 20 mm. En los años de recolección de 
muestras, los promedios anuales de temperatura, registradas por la EEA INTA San 
Juan, resultaron de 10,9 °C en 2015, 11,0 °C en 2016 y 10,7 °C en 2017, con 
precipitaciones variables, siendo 2016 el año con mayor registro (128 mm). 
Asimismo, se evaluaron las propiedades fisicoquímicas de los suelos 
muestreados (Tabla III.2). Según los análisis, todos los sitios registraron suelos de 
tipo franco, con pH ligeramente alcalino, y valores de alcalinidad superiores en Finca 
Norte (FN) (8,33, 8,16, 8,25, 8,34, 8,29 y 8,63). 




























FNMA15 24,80 50,30 21,60 8,33 1,34 0,78 0,08 9,75 5,80 
FNCA15 20,10 59,10 18,50 8,16 1,67 0,97 0,10 9,70 8,60 
FAMA15 28,00 47,40 23,10 8,07 2,40 1,39 0,12 11,58 71,30 
FACA15 17,80 56,90 22,50 8,14 1,81 1,05 0,10 10,50 50,80 
FNMA16 20,40 45,40 32,80 8,25 1,97 1,14 0,13 8,77 13,70 
FNCA16 18,80 34,40 45,30 8,34 1,41 0,82 0,08 10,25 9,70 
FAMA16 25,20 45,80 26,10 7,98 2,84 1,65 0,15 11,00 25,50 
FACA16 23,30 45,90 28,00 8,11 2,50 1,45 0,15 9,67 22,30 
FNMA17 21,60 45,90 28,80 8,29 1,38 0,80 0,09 8,89 5,90 
FNCA17 17,20 41,30 37,10 8,63 1,48 0,86 0,08 10,75 8,50 
FAMA17 26,70 43,50 27,60 7,99 2,50 1,45 0,14 10,36 28,90 
FACA17 28,40 43,00 26,50 7,92 2,21 1,28 0,11 11,64 24,60 
 
 
El menor valor de pH correspondió a FACA17 (7,92) y el mayor a FNCA17 
(8,63). El contenido de materia orgánica resultó superior en FA, siendo FAMA16 
(2,84% p/p) la muestra que mostró el valor superior y FNMA15 (1,34% p/p) la de 
valor inferior. Similar comportamiento se observó en el contenido de carbono y 
nitrógeno orgánicos, y en el de fósforo asimilable (Tabla III.2). Para una mejor 
visualización de las propiedades fisicoquímicas de las muestras de suelo, se realizó 
un análisis de componentes principales (PCA) a partir de una matriz de correlación 
(Figura III.1), en ambas Fincas (FN y FA). Dicho análisis permitió distinguir FN de 
FA; los contenidos de materia orgánica, carbono y nitrógeno orgánicos, relación C/N, 
fósforo asimilable y arcilla, resultaron relevantes para FA. El valor de pH, en cambio, 
fue determinante para FN.  
 
III.3.2. Análisis de datos de secuenciación de las regiones V3-V4 del gen 16S 
rRNA y de la región espaciadora ribosomal ITS1 
 
Como se mencionó, el objetivo de este trabajo consistió en evaluar la 
comunidad microbiana rizosférica de vides Malbec y Cabernet Sauvignon durante 3 
años consecutivos, utilizando un enfoque independiente de cultivo. Para ello se 
realizó la secuenciación masiva de la región variable V3-V4 del gen 16S rRNA, como 
marcador de la comunidad procariota, y de la región espaciadora ribosomal ITS1, 
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como marcador de la comunidad fúngica. Se partió de un total de 36 muestras (4 
sitios, 3 réplicas, 3 años) de suelo rizosférico, 6 correspondientes al cultivar Malbec 
y 6 al cultivar Cabernet Sauvignon.  
Del total, se lograron amplificar 34 muestras para el análisis de la comunidad 
fúngica, obteniendo un total de 2.751.340 lecturas que superaron los filtros de 
calidad, con valores lecturas/muestra entre 19.107 y 202.851. En el caso del análisis 
de la comunidad procariota (bacterias y arqueas), se amplificaron 29 muestras, 
generando un total de 537.607 lecturas que superaron los filtros de calidad, con 
















Figura III. 1. Análisis de Componentes Principales (PCA) de las propiedades fisicoquímicas de 
suelos en Finca Norte y Finca Arriba, en los tres años muestreados. 
 
La diversidad de poblaciones eucariota y procariota se comparó entre 
muestras mediante el análisis de curvas de rarefacción (Figura III.2). La 
estabilización de dichas curvas resulta indicativa que la muestra se acerca a la 
saturación (Rodriguez & Konstantinidis, 2014), proporcionando una medida de la 
profundidad de los experimentos. Para ambos marcadores empleados, las curvas de 
rarefacción indicaron una buena cobertura de las comunidades, asegurando una 
valiosa representación de diversidad y clasificación taxonómica en los resultados. En 
estudios posteriores se trabajó con 19.000 secuencias para hongos y 5.000 para 
procariotas. 





Figura III. 2. Análisis de rarefacción de estimaciones de Riqueza en las comunidades 
microbianas evaluadas. A: comunidad fúngica (espaciador ITS1); B: comunidad procariota 
(V3-V4 16S rRNA). 
 
 
III.3.3. Análisis de riqueza y diversidad en las comunidades microbianas 
rizosféricas 
 
Para iniciar el análisis de diversidad, se evaluó la Riqueza (número de OTUs -
Operational Taxonomic Units) y se calcularon los Índices de Diversidad de Shannon 
(H’) y de Simpson (1-D). Previo a la agrupación en OTUs se eliminaron las secuencias 
correspondientes a mitocondrias, cloroplastos y las posibles quimeras. Para las 
comunidades fúngicas se obtuvo un total de 2.863 OTUs y para las procariotas un 
total de 2.810 OTUs, con un valor de 97% de identidad de nucleótidos. Los valores 
de Riqueza oscilaron entre 1.117 y 641 para procariotas y entre 447 y 298 para 
hongos (Tabla III.3).  
El Índice de Shannon varió entre 2,53 y 4,35 para hongos y entre 3,88 y 6,36 
para procariotas. En la mayoría de los ecosistemas naturales, el Índice de Shannon 
para procariotas varía entre 0,5 y 5, siendo su valor normal 2 a 3; valores inferiores 
a 2 implican baja diversidad de especies y superiores a 3, elevada diversidad. 
Respecto al Índice de Simpson (1-D) sus valores oscilaron entre 0,698 y 0,969 y 0,786 
y 0,996 para hongos y procariotas, respectivamente. Valores elevados de 1-D 
sugieren una distribución relativamente uniforme de especies en las muestras, sin 
que ninguna resulte dominante.  
Otro índice cuyo cálculo resulta interesante es Chao1, que estima el número 
real de especies (OTUs) en una muestra dada, considerando la abundancia de las 
únicas (singletones) (especies representadas por 1 individuo) y las dobles 
(dobletones) (especies representadas por 2 individuos) (Colwell & Coddington, 1994). 
 
 A B 
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Tabla III.3. Riqueza y diversidad del microbioma de rizósfera basado en datos de 
secuenciación de comunidades procariotas (región V3-V4 del gen 16S rRNA) y fúngicas 
(espaciador ITS1). 




FNMA15 16S 641 ± 120 0,786 ± 0,273 3,877 ± 1,706 
 ITS 385 ± 30 0,878 ± 0,035 3,297 ± 0,223 
FNCA15 16S 782 ± 129 0,992 ± 0,004 5,723 ± 0,372 
 ITS 298 ± 23 0,863 ± 0,007 2,903 ± 0,171 
FAMA15 16S 988 ± 122 0,992 ± 0,001 5,948 ± 0,307 
 ITS 365 ± 21 0,812 ± 0,037 2,884 ± 0,409 
FACA15 16S 912 ± 354 0,982 ± 0,019 5,404 ± 1,252 
 ITS 372 ± 14 0,895 ± 0,038 3,388 ± 0,244 
FNMA16 16S 1068 ± 50 0,996 ± 0,001 6,362 ± 0,166 
 ITS 360 ± 25 0,969 ± 0,015 4,349 ± 0,399 
FNCA16 16S 1117 ± 73 0,993 ± 0,002 5,933 ± 0,194 
 ITS 358 ± 91 0,907 ± 0,087 3,960 ± 0,606 
FAMA16 16S 907 ± 100 0,980 ± 0,008 5,633 ± 0,103 
 ITS 333 ± 86 0,905 ± 0,109 3,778 ± 1,135 
FACA16 16S 1019 ± 49 0,995 ± 0,001 6,259 ± 0,111 
 ITS 353 ± 28 0,722 ± 0,213 2,527 ± 0,751 
FNMA17 16S 978 ± 243 0,991 ± 0,003 5,690 ± 0,340 
 ITS 447 ± 29 0,927 ± 0,008 3,913 ± 0,094 
FNCA17 16S 736 0,991 5,580 
 ITS 446 ± 79 0,758 ± 0,282 3,088 ± 1,436 
FAMA17 16S 771 ± 81 0,987 ± 0,005 5,580 ± 0,231 
 ITS 429 ± 50 0,943 ± 0,031 3,994 ± 0,324 
FACA17 16S 839 ± 78 0,993 ± 0,001 5,844 ± 0,266 
 ITS 419 ± 128 0,698 ± 0,356 2,974 ± 1,739 
 
Las comparaciones de OTUs, estimando la riqueza mediante el Índice Chao1, 
revelaron una cobertura de 73 a 90% para hongos y de 67 a 76% para procariotas, 
con un valor de 97% de identidad. En la Figura III.3 se muestra la comparación entre 
OTUs obtenida s (S) y estimadas por Chao1, para cada muestra. 
Para analizar cambios en la estructura del microbioma rizosférico que 
pudieran asociarse al año de vendimia, se calcularon los valores de Riqueza (S), H y 
1-D, por año. La Figura III.4 muestra los valores de Riqueza y de Índice de Shannon 
de las comunidades microbianas/año. El número de OTUs exhibió fluctuaciones en 
los tres años de estudio, tanto en las comunidades fúngicas (ANOVA, F=7,724, 
p<0,001897) como en las de procariotas (ANOVA, F=5,781, p<0, 008374). 
 










Figura III. 3. Comparación entre Riqueza (S) e Índice Chao1 para cada muestra. A: comunidad 
fúngica (ITS1); B: comunidad procariota (V3-V4 16S rRNA). 
 
En la comunidad fúngica, el valor mayor de OTUs se observó en 2017, en tanto que 
en procariotas correspondió a 2016. La comparación entre años mediante el test 
Tukey Pairwise mostró una diferencia significativa en los valores de Riqueza de la 
comunidad fúngica entre 2015 y 2017 (p<0,0105) y entre 2016 y 2017 (p<0,0015), 
























Figura III. 4. Boxplot de valores de Riqueza e Índice de Shannon por año. Ambos análisis se 
realizaron de modo independiente. A y C: Riqueza e Índice de Shannon de comunidad fúngica. 
B y D: Riqueza e Índice de Shannon de comunidad procariota. Se indican las diferencias 
significativas entre vendimias, según el test Tukey Pairwise. 
 
La aplicación del mismo test a la comunidad procariota mostró diferencias en 
los valores de Riqueza entre 2015 y 2016 (p<0,01117) y entre 2016 y 2017 
(p<0,03401) (Figura III.4B). Por otra parte, la evaluación de la diversidad mediante 
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el Índice H’, no mostró diferencias significativas entre vendimias para la comunidad 
fúngica (Figura III.4C), en tanto sí las detectó en la comunidad procariota, entre los 
tres años (ANOVA, F=3,734, p<0,03755) y entre 2015 y 2016 (Tukey Pairwise Test, 
p<0,03008) (Figura III.4D). El Índice de Simpson no mostró diferencias significativas 
en ninguno de los análisis realizados en las tres vendimias (datos no mostrados). 
Para una mejor estimación de la comunidad microbiana rizosférica se calculó 
la -diversidad (diversidad entre muestras). Para esto se aplicó una métrica de 
distancia sobre los perfiles taxonómicos obtenidos en cada sitio, resultando en una 
matriz de distancia entre todas las muestras. Según la similitud de sus miembros, 
las distancias entre muestras pueden calcularse de diferente forma: los métodos más 
comunes son Bray-Curtis y distancias UniFrac ponderadas y no ponderadas (Bray 
& Curtis, 1957; Lozupone et al., 2007). Bray-Curtis sólo considera la composición 
taxonómica compartida entre muestras. UniFrac contempla la distancia genética 
entre OTUs de cada muestra, respecto de OTUs de las demás muestras. UniFrac 
ponderado agrega información sobre la abundancia relativa de cada OTU, a cada 
distancia genética. Dado que UniFrac no ponderado es muy sensible a OTUs raras, 
en tanto el ponderado lo es a OTUs dominantes, Chen et al., (2012) propusieron una 
versión de equilibrio, denominada UniFrac generalizado, y demostraron que su 
empleo otorga mejor potencia que el uso de otras métricas. La visualización por 
NMDS de las distancias calculadas a través de UniFrac generalizado en los 
microbiomas estudiados, permitió distinguir a las comunidades fúngicas (Figura 
III.5A y B) y procariotas (Figura III.6A y B), por año y por finca, en tanto no se 
observaron diferencias entre varietales (Figura III.5C, Figura III.6C).  
La significancia de la división en grupos se verificó mediante análisis 
estadístico aplicando PERMANOVA y utilizando matrices de distancia 
(vegan::adonis), para años de cosecha (ambos grupos microbianos con valor 
p<0,001), fincas (ambos con valor p<0,001) y varietal (hongos con valor p>0,226 y 
bacterias con valor p>0,729). En las Figuras III.5D y III.6D se presenta el análisis 

































Figura III. 5. Análisis de Escalamiento Multidimensional no-métrico (NMDS) de comunidades 
eucariotas muestreadas en 2 fincas de San Juan, años 2015, 2016 y 2017. A: según año de 
muestreo; B: según finca de origen; C: según varietal; D: según muestra. El análisis se realizó 
aplicando UniFrac generalizado con distancias de disimilitud del 20%. Se indican los valores 























Figura III. 6. Análisis de Escalamiento Multidimensional no-métrico (NMDS) de comunidades 
procariotas muestreadas en 2 fincas de San Juan, años 2015, 2016 y 2017. A: según año de 
muestreo; B: según finca de origen; C: según varietal; D: según muestra. El análisis se realizó 
aplicando UniFrac generalizado con distancias de disimilitud del 20%. Se indican los valores 
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III.3.4. Descripción de las comunidades microbianas 
 
La composición taxonómica de las comunidades fúngicas en las muestras de 
rizósfera abarcó un total de 12 Filos (Phylum). El análisis de la composición de las 
comunidades fúngicas, por año de vendimia, mostró similitudes y diferencias, ya 
evidenciadas mediante el cálculo de índices de diversidad. Un 35% de las secuencias 
fúngicas no pudieron asignarse a ningún Filo (División) y representaron el 47% de la 
totalidad de OTUs en 2015. En 2016 y 2017, en cambio, su proporción disminuyó, 













Figura III. 7. Promedio de abundancia relativa de los Filos Fúngicos dominantes en cada tipo 
de muestra. Se muestra por año de vendimia en A, por Varietal en B, por Finca en C y por 
muestra en D. Se presentan sólo los Filos con abundancia >0,1%. 
 
Un análisis más detallado demostró que la elevada abundancia del clado 
Dothideomycetes (22%), se relaciona con una muy importante de hongos del orden 
Pleosporales (21%). Sus miembros mostraron un notable incremento entre 2015 (5%) 
y 2016 (36,8%) y constituyen el grupo que explica el aumento de los Ascomycota en 
dicho período. Su abundancia relativa resultó mayor en el varietal Cabernet 
Sauvignon (29,8%) y en Finca Arriba (24%), mientras que en Malbec y Finca Norte 
los valores resultaron 15% y 13,6%, respectivamente. Los Ascomycota dominantes 
incluyeron miembros de los géneros Fusarium, Lophiostoma, Metarhizium y 
Mycoarthris (abundancia relativa >0,5%). Otros órdenes con representación en las 
A C B 
D 
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comunidades, pero en menores valores, resultaron ser: Hypocreales (7%), Agaricales 
(7%) y Helotiales (2.1%), del grupo Ascomycota; Mortierellales (9%), del grupo 
Mortierellomycota, y Glomerales (1.9%), del grupo Glomeromycota. 
Con la intención de determinar la existencia de grupo/s taxonómico/s 
específicos de año, finca o varietal, se compararon la OTUs identificadas a nivel de 
género. Los datos revelaron que, de los 206 géneros identificados, sólo 102 estuvieron 
presentes los tres años (Figura III.8A). La comparación por finca y varietal indicó la 
presencia de 151 y 160 géneros en común, respectivamente (Figura III.8B y 8C).  
   
 
 
Figura III. 8. Diagrama de Venn señalando géneros fúngicos compartidos. A: por año; B: por 
finca y C: por varietal. Las áreas superpuestas indican número de OTUs compartidos. 
 
 Debe considerarse que este análisis sólo da cuenta de presencia/ausencia y 
no indica proporciones de cada uno en la muestra. En las comparaciones por 
vendimia y finca, sólo en 2015 y en Finca Norte el porcentaje de géneros exclusivos 
superó el 1%. Los géneros diferenciales en estas muestras coincidieron y 
correspondieron a Coprinus (6,5%) y Trichoglosum (1%). Cuando se realizó la 
comparación de varietales, los géneros exclusivos no superaron el 0,1% de la 
comunidad microbiana. 
La comunidad procariota asociada a la rizósfera de la vid estuvo compuesta 
por los filos bacterianos Proteobacteria, Bacteroidetes, Firmicutes, Actinobacteria y 
Acidobacteria, además de las arqueas Thaumarchaeota, independientemente del año, 
finca y cultivar (Figura III.9). Entre los filos menos abundantes, Chloroflexi, 
Verrucomicrobia, Parcubacteria, Candidate división WPS-1, 
Candidatus_Saccharibacteria, Nitrospirae se hallaron en todas las muestras.  
En cambio, Armatimonadetes, Deinococcus-Thermus, Gemmatimonadetes, 
Planctomycetes, Tenericutes, Latescibacteria y Parcubacteria sólo estuvieron 
presentes en algunos sitios. Las clases bacterianas identificadas como más 
abundantes constituyeron el 75% de las OTUs y correspondieron a 
2017 
A B C 
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Alphaproteobacteria (25%), Nitrososphaerales (10,9%), Gammaproteobacteria 
(10,9%), Cytophagia (8,1%), Actinobacteria (7,7%), Bacilli (7,1%) y Sphingobacteria 
(6,3%). En cuanto a las arqueas, casi la totalidad correspondió a al género de 
Nitrososphaera.  
La caracterización de cambios en la comunidad procariota, dependientes del 
año de vendimia, permitió observar un marcado descenso de las Proteobacterias (55% 
en 2015 a 36% en 2016) y en los Firmicutes (13,3% en 2015 a 5,3% en 2016). Este 
descenso no correlaciona con incremento en algún filo particular sino, como se 
observa en la Figura III.9A, con un aumento del resto de los filos.  
Las arqueas mostraron, como cambio principal, una modificación del 
porcentaje de presencia: de 3% en 2015 a 15% en 2016. Entre 2016 y 2017 se 
observaron como cambios más evidentes los correspondientes a Bacteroidetes (11,8% 















Figura III. 9. Abundancia relativa promedio de filos procariotas dominantes en cada muestra. 
A: por año de vendimia; B: por finca; C: por varietal y D: por sitio de muestreo. Sólo se grafican 
los filos con abundancia >0,1%. 
 
El análisis de disminución de las Proteobacteria según año de estudio mostró 
que el cambio se debió, principalmente, al descenso de Rhodospirillales, 
A B C 
D 
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pertenecientes a α-proteobacterias, y de Enterobacteriales Pseudomonadales, 
pertenecientes a γ- proteobacterias (Figura III.10). 
Respecto a la composición de los filos bacterianos presentes en las fincas 
analizadas (Figura III.9C), en FN se detectó mayor proporción de Firmicutes (15% en 
FN y 5% en FA), reflejándose una distribución más equilibrada de otras poblaciones 
como, Bacteroidetes (14% en FN y 11% en FA). También se detectaron diferencias en 
otras taxa menos abundantes en FA como, Actinobacterias (5% en FN y 10% en FA), 
Acidobacterias (4% en FN y 8% en FA), y en las arqueas Thaumarchaeota (4% en FN 
y 13% en FA) (Figura III.9C).  
También se observó que la 
presencia de Firmicutes resultó 3 veces 
superior en Finca Norte (15% FN, 4,8% 
FA). Por el contrario, los filos 
Thaumarchaeota (4% FN, 13% FA), 
Acidobacteria (4,2% FN, 8,3% FA) y 
Actinobacteria (5,2% FN, 10,4% FA) se 
hallaron más representados en Finca 
Arriba (Figura III.9C).  
La variación en la distribución 
poblacional según varietal reveló que 
Firmicutes se encontró en menor 
abundancia en Cabernet Sauvignon 
(5%) que en Malbec (14%). El filo Candidatus Saccharibacteria mostró un 
comportamiento inverso, mayor abundancia en la rizósfera de Cabernet Sauvignon 
(5,2%) que en Malbec (2,85%) (Figura III.9B). 
Las comunidades procariotas se compararon por año, finca y varietal, con el 
propósito de observar la existencia de grupo/s taxonómico/s específicos de OTUs 
identificadas a nivel de género. Los datos revelaron que, de los 214 géneros 
identificados, 148 estuvieron presentes en los tres años (Figura III.11A). La 
comparación por finca y varietal mostró que las OTUs comunes son 177 y 182, 
respectivamente (Figura III.11B y 11C). En las tres comparaciones, el porcentaje de 
OTUs exclusivas no superó el 0,3% de la abundancia relativa de cada grupo.  
Resulta de interés evaluar cuáles son las variables que podrían modular el 
microbioma de un cierto ambiente. El Análisis Canónico de Correspondencias (CCA, 
del inglés Canonical Correspondence Analysis) se desarrolló para relacionar la 























Figura III.10. Promedio de abundancia 
relativa de Proteobacterias según año de 
muestreo. Sólo se grafican los órdenes con 
abundancia >1%. 











Figura III. 11. Diagrama de Venn que indica número de OTUs procariotas compartidas (áreas 
superpuestas). A: por año; B: por finca y C: por varietal.  
 
En las Figura III.12 y Figura III.13 se muestran los análisis CCA realizados 
con los datos de las comunidades fúngica y procariota de rizósfera de vid, 
respectivamente. El CAA mostró 62,07% de variabilidad total en los primeros dos 
ejes, para las comunidades fúngicas el 64,55% de variabilidad total en las 
comunidades procariotas. Nuevamente, se observa una separación de las muestras 
según año de análisis. La posición de FAMA15 y de FACA15 se ve muy influenciada 
por el contenido de fósforo asimilable. Lo mismo puede observarse para β- γ- ε-
Proteobacterias, un grupo no asignado a ninguna clase de Firmicutes, y para 
Acidobacteria Gp7. La mayoría de los procariotas se ubican en la zona con mayor 
contenido de materia orgánica, nitrógeno y carbono y en las regiones con menor pH.  
 
Figura III.12. Análisis de Correspondencia Canónica (CCA) de la comunidad fúngica.  
 
En cuanto a la distribución de las comunidades fúngicas, un grupo se ubica 
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una mayor abundancia de arena y arcilla (Dothideomycetes, Eurotiomycetes, 
Agaricostilbomycetes, Calcarisporiellomycetes, Geminibasidiomycetes, 
Microbotryomycetes, Wallemiomycetes). Los Saccharomycetes, Glomeromycetes, 
Rozellomycotina y una clase no asignada del grupo Blastocladiomicetos se asocian al 
contenido de fósforo asimilable y al limo. En cambio, Geoglossomycetes, 
Agaricomycetes y aquellos hongos no asignados a ninguna clase y pertenecientes al 
filo Basidiomycota y Mortierellomycota, se asocian a suelos con mayor pH.  
 




Se postula que el suelo de un viñedo representa el reservorio principal de los 
microorganismos asociados a las vides (Burns et al., 2015; Bokulich et al., 2016; 
Belda et al., 2017), que en su mayoría se relacionan con procesos de nutrición y 
desarrollo de las plantas y con la calidad de las uvas y el vino. A su vez, las plantas 
(distintos genotipos), las características del suelo y las prácticas agrícolas son 
determinantes importantes de la estructura de la comunidad microbiana presente 
en la rizósfera (Wu et al., 2008; Turner et al., 2013; Tkacz et al., 2015). En este 
estudio se determinaron las comunidades microbianas propias de la rizósfera de dos 
varietales de vid cultivadas en una misma zona, con el propósito de explorar las 
relaciones entre los distintos factores que influyen en la estructura de la misma. Los 
resultados alcanzados mostraron que el año de cosecha y el viñedo emergieron como 
los factores principales en la determinación de la composición de las comunidades 
Tesis Doctoral Capítulo III.  Mónica Oyuela  
88 
 
microbianas, para ambos varietales analizados. Zarraonaindia et al., (2015) 
caracterizaron, en dos cosechas sucesivas, la dinámica espacial y temporal de 
comunidades bacterianas asociadas con los órganos de la vid (hojas, flores, uvas y 
raíces) (varietal Merlot) y suelos, para determinar la influencia del cultivar, los 
parámetros edáficos, el estadio de desarrollo de la vid (dormancia, floración, pre-
cosecha) y el viñedo (5 viñedos de Long Island, Suffolk Count, NY, USA). En dicho 
trabajo demostraron que el suelo (rizósfera y suelo) constituye el factor principal en 
la definición de la composición y estructura del microbioma, siendo los factores 
edáficos y el manejo del viñedo los determinantes secundarios.  
La caracterización fisicoquímica de los suelos mostró, en este trabajo, algunas 
diferencias entre los viñedos estudiados. Las principales se relacionaron con el mayor 
contenido de fósforo asimilable, materia orgánica, carbono y nitrógeno orgánicos y 
menor pH observados en Finca Arriba respecto de Finca Norte. De acuerdo al análisis 
de CCA, estas variables resultaron involucradas en la distribución de taxa en las 
comunidades microbianas. Considerando el varietal, Malbec o Cabernet Sauvignon, 
la variación resultó no significativa.  
Con respecto a la distribución de taxa, se halló que los filos dominantes en 
Bacteria resultaron ser: Proteobacteria (41%), Bacteroidetes (15%), Actinobacteria 
(7,8%), Firmicutes (7,4%) y Acidobacteria (7%). Esta distribución resulta parcialmente 
concordante con trabajos publicados por otros autores (Vega-Avila et al., 2014; 
Zarraonaindia et al., 2015; Novello et al., 2017). En el análisis de muestras de 
rizósfera, Zarraonaindia et al., (2015) observaron un predominio de secuencias 
atribuidas a Proteobacteria (57%), Acidobacteria spp. (10%), Bacteroidetes spp. (13%), 
Verrucomicrobia (5%) y Actinobacteria (5,1%). Novello et al., (2017) hallaron, como 
filos predominantes en un viñedo Pinot noir de Piamonte (Italia): Actinobacteria 
(50%), Proteobacteria (35%), Gemmatimonadetes (3.5%) y Bacteroidetes (3,5%). Vega-
Avila et al., (2014), analizaron la diversidad de microorganismos asociados al varietal 
Syrah, y mostraron como filos más abundantes a Proteobacteria (29%), Actinobacteria 
(9,7%), Firmicutes (7,2%), Bacteroidetes (6,9%), Acidobacteria spp. (4,5%) y 
Verrucomicrobia (2,7%). En la mayoría de estos trabajos existe concordancia respecto 
a la proporción de Proteobacterias; sin embargo, se detectan diferencias en la 
abundancia del resto de los filos. La relación entre Proteobacterias y Acidobacterias, 
en comunidades bacterianas rizosféricas, mostró ser un indicador del contenido de 
nutrientes del suelo, ya que las Proteobacterias se vinculan a suelos ricos en 
nutrientes y las Acidobacterias a suelos pobres (Beckers et al., 2017).  
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En este trabajo, la mayor abundancia dentro de Proteobacterias, correspondió 
a Rhizobiales (13,7%), grupo bien conocido por contribuir a la nutrición de plantas 
leguminosas a través de la fijación biológica de nitrógeno. Recientemente se han 
descripto especies que promueven el crecimiento en plantas no leguminosas (Bacon 
& White, 2015; Zhang et al., 2015). Adicionalmente, el marcador V3-V4 16S rRNA 
permitió identificar al grupo de arqueas Thaumarchaeota (10%). Este grupo estuvo 
casi totalmente compuesto por Nitrososphaera spp., con capacidad de oxidar amonio, 
razón por la cual podría desempeñar un papel importante en la nitrificación del suelo 
(Tourna et al., 2011).  
Respecto a las comunidades fúngicas, los filos mayoritarios identificados 
resultaron ser: Ascomicetos (36%), Basidiomicetos (13%) y Mortierellomicetos (8,7%), 
junto a un grupo no clasificado en ningún filo (35%). Estos resultados concuerdan 
con lo descripto por Deacon et al., (2006), quienes observaron que los Ascomicetos 
predominan en suelos agrícolas mientras los Basidiomicetos predominan en 
pastizales. Pese a las importantes funciones que desempeñan los hongos en 
mantener la sanidad del suelo, los estudios de diversidad asociada a las vides se han 
centrado en la parte aérea de las plantas ( Setati et al., 2012; Pinto et al., 2014; 
Taylor et al., 2014; Setati et al., 2015; Singh et al., 2018). Los hongos del suelo 
pueden clasificarse en grupos funcionales, que incluyen a: controladores biológicos, 
reguladores del ecosistema y especies que participan en descomposición de la 
materia orgánica y transformaciones compuestas (Frac et al., 2018). Los Ascomicetes 
desarrollan una función central en la mayoría de los ecosistemas terrestres por 
intervenir en la descomposición de materiales orgánicos, como hojas muertas, tallos, 
árboles caídos, y resultan clave en suelos agrícolas (Frac et al., 2018). Además, se 
ha reportado que la abundancia de Ascomicetos se relaciona con la fertilización 
nitrogenada (Zifcakova et al., 2016).  
Para el desarrollo de la agricultura también resulta de importancia la 
asociación de hongos micorrícicos arbusculares con plantas. Estos hongos facilitan 
la absorción de los nutrientes minerales del suelo, a cambio del carbono asimilado 
por las plantas (Smith & Read, 2008). En el presente estudio se identificaron 
secuencias correspondientes a hongos micorrícicos arbusculares, en su mayoría 
Glomerales (2%). Sólo en unos pocos casos se pudo identificar el género, dado el bajo 
nivel discriminatorio de la secuencia evaluada. Estudios realizados en distintas 
regiones vitivinícolas sugieren que la diversidad de hongos micorricicos resulta 
influenciada principalmente por el tipo de suelo, más que por las características de 
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la planta hospedadora o las prácticas agrícolas (Schreiner & Mihara, 2009; Balestrini 
et al., 2010; Likar et al., 2013). 
Los resultados alcanzados en este trabajo reafirman el impacto de ciertos 
parámetros fisicoquímicos del suelo en la estructura de las comunidades 
microbianas asociadas a la vid, independientemente de la zona o varietal cultivado. 
Se evidenció también que las variaciones del pH y del contenido de nutrientes 
resultan factores clave, capaces de alterar significativamente y en un corto período 
de tiempo, la composición de las microbiotas fúngica y bacteriana, en un mismo sitio. 
Estos resultados abren la posibilidad de poder modificar el patrón de distribución de 
microorganismos con el propósito de mantener la sustentabilidad de los suelos, a 
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III.5. Material Suplementario 
 
Tabla III.S1. Resumen de datos obtenidos del procesamiento de resultados de secuenciación 
ITS1 y V3-V4 16S rRNA. Se observa que el número de amplicones varía entre ITS1 y 16S rRNA, 
y explica el diferente número de lecturas de calidad seleccionadas para ambos tipos de datos, 
obteniéndose un número importante de OTUs tanto para comunidades fúngicas (2.863) como 
para bacterianas (2.810).  
 
 ITS1 16S rRNA 
Nº total de muestras 36 36 
Nº total de muestras amplificadas  34 29 
Nº total de amplicones 2.751.340 537.607 
Máximo 212.851 64.257 
Mínimo 19.107 5.924 
Media  82.409.5 13.425 
Mean 80.921,8 18.538,2 
Lecturas de calidad seleccionadas  19.000 5.000 















Capítulo IV. Caracterización de 
Propiedades Promotoras del 
Crecimiento Vegetal (PGPR) en 
bacterias aisladas de rizósfera de 
vides originarias de diferentes 







Tesis Doctoral Capítulo IV.    Mónica Oyuela  
93 
 
VI.1. Introducción  
 
La vid es uno de los frutales más cultivados en el mundo; se trata de una 
planta perenne con alrededor de 24,000 especies descriptas, siendo Vitis vinífera L. 
la única empleada para elaboración de vino (Dry & Gregory, 1988). Se estima que el 
66% de la producción mundial de uva se destina a la obtención de vinos y mostos 
(Anderson et al., 2003). Sin embargo, y como consecuencia del cambio climático, se 
ha registrado una reducción de la superficie cultivada con viñedos, así como una 
mayor exposición de las plantas a la acción de patógenos que las afectan durante 
todo su ciclo vegetativo (brotación, foliación, floración, fructificación, envero y 
maduración) (Wang et al., 2017; Sugiura et al., 2017; Zyprian et al., 2018), razón por 
la cual se realizan múltiples esfuerzos destinados a proteger este cultivo durante 
todo su ciclo biológico. Una estrategia simple ha sido la aplicación de fungicidas y 
fertilizantes químicos, con los consiguientes problemas de contaminación ambiental, 
sumados a la inducción de mutaciones en los fitopatógenos por acción de los 
fungicidas químicos, que pueden resultar en el desarrollo de resistencia a los mismos 
(Brent, 2011; Sierotzki & Scalliet, 2013; Mair et al., 2016). Asimismo, el uso de 
fertilizantes conlleva un riesgo elevado de daños ambientales, como la contaminación 
de aguas subterráneas y del suelo sobre el que se aplican. Por esto, tanto los 
vitivinicultores como la comunidad científica buscan alternativas para el manejo de 
plagas y la preservación de la fertilidad de los suelos en los viñedos, consistiendo 
una de ellas en la aplicación de microorganismos como sustituto de los productos 
químicos. 
Los microorganismos establecen con las plantas asociaciones complejas y 
dinámicas que van desde las mutuamente beneficiosas hasta el comensalismo o las 
patogénicas (Kogel et al., 2006; Newton et al., 2010). Estas asociaciones planta-
microorganismo ejercen un papel clave en la calidad del suelo, la productividad y 
sanidad de la planta, a través de mecanismos directos o indirectos, tales como 
mineralización de la materia orgánica del suelo, activación de mecanismos de 
defensa de las plantas, y producción de antibióticos contra fitopatógenos (Lugtenberg 
& Kamilova, 2009; Compant et al., 2010; Bhattacharyya & Jha, 2012; Bacon & 
White, 2015; Rashid et al., 2015). 
Al grupo de bacterias que desarrollan relaciones beneficiosas con las plantas 
se lo conoce como Rizobacterias Promotoras del Crecimiento Vegetal (PGPR por su 
nombre en inglés Plant Growth Promoting Rhizobacteria). Las PGPR pueden colonizar 
tanto la superficie (epífitas) como el interior de las plantas (endófitas). El uso de PGPR 
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conduce al sustento de una adecuada nutrición vegetal y a la reducción de los efectos 
ambientales negativos de los fertilizantes químicos. La rizósfera es el origen más 
probable de muchos de estos organismos. 
Se consideran mecanismos de acción directos de las PGPR a aquéllos 
involucrados en el crecimiento vegetal, encargados de poner a disposición de las 
raíces varios de los nutrientes presentes en el suelo que, en muchos casos, no 
pueden ser solubilizados por las plantas. Los más destacados son: i) la fijación 
biológica de nitrógeno, ii) la solubilización de fósforo y iii- la producción de hormonas 
vegetales (fitohormonas como auxinas, giberelinas, citoquininas, etc.) responsables 
de la estimulación de crecimiento. 
Por otra parte, los mecanismos indirectos se refieren a aquéllos involucrados 
en reducir la incidencia de enfermedades, controlando el desarrollo de fitopatógenos. 
Se conocen como control biológico y pueden ocurrir a través de la síntesis de 
metabolitos tales como sideróforos, quitinasas y/o antibióticos, o a través de la 
Inducción de Resistencia Sistémica (ISR) en la planta. Mediante ISR las rizobacterias 
pueden inducir actividad biológica o química en la planta hospedadora, que le otorga 
protección contra patógenos (Couillerot et al., 2009; Vacheron et al., 2013). La 
inhibición de fitopatógenos incluye, además, la competencia por espacio y enzimas 
líticas (Tariq et al., 2017), siendo las quitinasas, glucanasas y proteasas las 
principales enzimas hidrolíticas de la pared fúngica. 
En el caso particular de las vides, numerosas investigaciones se han orientado 
a la caracterización del posible empleo de distintos PGPR (Ait Barka, Nowak, & 
Clement, 2006; Sabir et al., 2012; Bartolini et al., 2017; Daler & Cetin, 2017). Por 
ejemplo, Sabir et al., (2012) estudiaron los efectos de la inoculación de cepas como 
Burkholderia gladii BA-7, Bacillus subtilis OSU-142, Bacillus megaterium M-3 y 
Azospirillum brasilense Sp245 sobre el desarrollo vegetativo y la captación de 
minerales por porta-injertos de vid. Encontraron que la inoculación bacteriana 
promovía el desarrollo vegetativo de los porta-injertos, siendo A. brasilense Sp245 la 
cepa más eficiente. B. subtilis OSU-142OSU-142 también estimuló 
significativamente el desarrollo vegetativo y la adquisición de minerales por las 
plantas. En otro estudio, la cepa A. brasilense Sp245 mostró potencial para promover 
el crecimiento radicular de porta-injertos de vid en viveros y en vides jóvenes 
(Bartolini et al., 2017). Otras investigaciones demostraron que la inoculación con 
PGPR puede incrementar la biomasa foliar, la longitud del sarmiento y la actividad 
fotosintética cuando la planta se encuentra bajo situaciones de estrés (Rolli et al., 
2015, 2016). 
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 Recientemente, Aziz et al., (2015) analizaron la relación entre la efectividad 
de inoculaciones únicas y binarias de bacterias seleccionadas para inducir ISR 
contra Botrytis cinérea. Los resultados revelaron la eficacia de Pseudomonas 
fluorescens PTA-CT2 sola o en combinación con Pantoea agglomerans PTA-AF2 o con 
Bacillus subtilis PTA-271, para desencadenar la resistencia de la vid contra B. 
cinérea, sin comprometer el rendimiento de la planta. 
En relación a las PGPR se sabe que los microorganismos de la rizósfera de una 
planta específica pueden adaptarse mejor a esa planta y su entorno y, por lo tanto, 
pueden proporcionar un mejor control de las enfermedades que organismos 
procedentes de otras rizósferas (Cook, 1993). En Argentina, Salomon et al., (2013) 
analizaron el efecto de la inoculación con PGPR aisladas de vides en Tupungato, 
Mendoza, para estudiar los mecanismos involucrados en la relación planta-PGPR. 
Sus resultados sugieren que cepas de Bacillus licheniformis y P. fluorescens actúan 
como moderadoras del estrés hídrico al inducir la síntesis de ABA (ácido abscísico), 
que disminuye la pérdida de agua en la planta. 
La industria vitivinícola enfrenta el desafío de mantener una elevada 
productividad, garantizando la sustentabilidad ambiental y logrando productos de 
calidad, inocuos para los consumidores, y sanitariamente seguros para los 
trabajadores del sector. En este contexto, resulta importante la generación y difusión 
de técnicas y bioinsumos formulados a base de PGPR que favorezcan la producción, 
reduciendo el impacto ambiental que ocasionan los productos de síntesis química. 
Por ello, el presente trabajo propone generar una colección de aislamientos 
provenientes de rizósfera de vides originarias de distintas regiones vitivinícolas de 
Argentina y caracterizar sus propiedades promotoras del crecimiento vegetal. 
VI.2. Materiales y métodos  
 
VI.2.1. Toma de muestras rizosféricas de vid y aislamiento de bacterias 
 
Las muestras de suelo rizosférico se tomaron de plantas de V. vinífera cv. 
Malbec y Cabernet Sauvignon hasta siete días previos a la cosecha, en 11 parcelas 
ubicadas en tres regiones vitivinícolas de Argentina: Cuyo, Noroeste y Patagonia. En 
la Tabla IV.1 se detalla la procedencia, denominación y geolocalización de cada 
parcela muestreada. Las muestras de rizósfera se tomaron a partir de raíces y se 
recolectaron a 10-30 cm de profundidad, con pala desinfectada y a 20 a 30 cm del 
tallo hacia el interior de la entrefila. Se mantuvieron refrigeradas a 4°C, en bolsas 
estériles, hasta su procesamiento.  
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Tabla IV. 1. Sitios de muestreo para la obtención de la colección de aislamientos. 
 
Región Provincia Sitio 
 
Varietal Ubicación msnm Nombre 
No. de 
aislamientos 
Patagonia Rio Negro Mainqué  Malbec S 39° 02.190’ w067° 
19.757’ 







Agrelo  Malbec S 33° 09.437’ w068° 
53.700 
930 Tms 19 
 
Cuyo 
 Agrelo  Cabernet 
Sauvignon 
S 33° 09.416’ w068° 
53.657 
920 Tct 10 
 San Juan Finca 
Norte 
 Malbec S 31° 27.114’ w068° 
42.523’ 
780 Nmp 7 




S 31° 27.002’ w068° 
42.109’ 
770 Ncqc 19 
  Finca 
Arriba 
 Malbec S 31° 28.407’ w068° 
45.486’ 
800 Fam 14 




S 31° 28.407’ w068° 
45.347’ 
800 FACn 22 
  Molinos  Malbec S 26° 04.846’ w066° 
00.022’ 







Molinos  Cabernet 
Sauvignon 
S 26° 04.815’ w066° 
00.206’ 
1700 AMCv 13 
  Cachi  Malbec S 25° 30.495’ w066° 
23.360’ 
2200 Cmw 16 













         
 
Para el aislamiento de bacterias se aplicó la siguiente metodología: el material 
tratado asépticamente se homogeneizó, individualmente, en un volumen definido de 
solución fisiológica (NaCl 0,9% p/v) y se sembraron diluciones 1:10, 1:20 y 1:50 en 
placas de agar LB (Miller, 1971) adicionado con cicloheximida para evitar el 
crecimiento de hongos. Las bacterias aisladas y purificadas se seleccionaron en base 
a características fenotípicas (morfología de la colonia, color, movilidad, velocidad de 
crecimiento). 
De cada viñedo, se seleccionaron alrededor de 20 colonias que se purificaron 
mediante estrías en placas de LB. Se verificó la pureza de cada aislamiento 
seleccionado y los mismos se conservaron en LB líquido adicionado de 50% v/v 
glicerol, mantenido en freezer de -20 °C hasta su caracterización. La identificación 
se realizó mediante Espectroscopía de Masa MALDI TOF de proteínas totales, usando 
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el programa MALDI Biotyper (Bruker), disponible en el Centro de Estudios Químicos 
y Biológicos (Fac. de Cs. Exactas y Naturales, UBA, CONICET).  
 
IV.2.2. Identificación de aislamientos bacterianos por Espectrometría de Masa 
MALDI-TOF 
 
La identificación de aislamientos bacterianos se realizó mediante 
espectrometría de masa MALDI-TOF (Matrix Assisted Laser Desorption Ionization-time 
of Flight-Mass Spectrometer), empleando el software MALDI Biotyper 3.1 
(BrukerDaltonics, Bremen, Germany) (Maier et al. 2006). La preparación de las 
muestras se efectuó según el método de extracción de proteínas por lisis celular 
descripto por Bruker Daltonics. Brevemente, colonias bacterianas de 24-48 h de 
crecimiento en caldo se resuspendieron en etanol 80%, se centrifugaron a 10.000 
rpm por 2 min y finalmente en 20 μl de ácido fórmico 70%: acetonitrilo 100% (1:1). 
Para el análisis, 1 μl de suspensión celular se sembró en cada spot de una 
placa MALDI TOF, que luego se recubrió con 1 μL de solución saturada de matriz 
(10 mg/mL de ácido α-ciano-4 hidroxicinámico en solución orgánica (50% 
acetonitrilo + 2,5% TFA).  
Los espectros de masas se obtuvieron manualmente, en un rango de 2 a 20 
kDa, en modo lineal positivo, utilizando el software Flex Control (3.3) acoplado a un 
espectrómetro de masas modelo Ultraflex III (Bruker Daltonics). Se utilizó el 
calibrante BTS (Bacterial Test Standard) (Bruker Daltonics), consistente en proteínas 
ribosomales de la cepa E. coli DH5α más las proteínas RNAsa A y mioglobina, con 
masas moleculares correspondientes a 13.683 y 16.954 Da, respectivamente. La 
identificación a nivel de género o de especie de los espectros obtenidos se realizó de 
acuerdo a los valores de puntuación (scores) del software MALDI Biotyper: > 2 
identificación a nivel de especie, de 1,7 a 1,9 identificación a nivel de género y < 1,7 
identificación no confiable. 
 
IV.2.3. Ensayos in vitro de capacidades indicadoras de promoción de 
crecimiento vegetal por rizobacterias 
 
Los aislamientos seleccionados de la rizósfera se evaluaron in vitro mediante 
ensayos estándar para identificar actividades relacionadas a la promoción de 
crecimiento vegetal. Se evaluó la solubilización de fosfatos, la producción de 
sideróforos, celulasas, amilasas, pectinasas y proteasas. Cada prueba se realizó por 
triplicado. Para la solubilización de compuestos insolubles de fósforo se utilizó el 
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medio sólido NBRIP (National Botanical Research Institute's Phosphate Growth 
Medium, Nautiyal, 1999), con glucosa como fuente de carbono y energía. La 
producción de sideróforos se detectó mediante la formación de un halo naranja 
alrededor de la colonia bacteriana, en medio agar Cromo Azurol S (CAS) (Schwyn & 
Neilands, 1987), por el método de la bicapa (Pérez-Miranda et al., 2007). La 
producción de amilasas se determinó en placa según lo descripto por Lopez et al. 
(2018). La producción de proteasas se analizó según Brown & Foster (1970), la de 
celulasas según Hankin & Anagnostakis (1977).y la de pectinasas según Soares et 
al. (1999).  
 
V.2.4. Ensayos de biocontrol in vitro contra hongos fitopatógenos 
 
Se probó la actividad antagonista contra los hongos fitopatógenos Alternaria 
alternata, Botritys cinerea, Fusarium graminearum, Fusarium oxysporum, Penicillium 
expansum y Penicillium oxalicum mediante un ensayo de doble cultivo en medio 
patata-dextrosa-agar, a temperatura ambiente, aplicando un protocolo modificado 
basado en Whipps (1987). El procedimiento seguido consistió en sembrar los aislados 
bacterianos en un círculo de 2 cm de diámetro, en una placa de agar-dextrosa-papa 
(4 g de extracto de papa, 20 g de dextrosa, 15 g de agar en 1000 ml de agua destilada) 
y cultivarlos durante 24 h a 30 °C. En el centro del círculo se colocó un tapón de 
hongos y las placas se re-incubaron a 28 °C durante 6 días. La inhibición del 
crecimiento fúngico se consideró positiva cuando el crecimiento del micelio se inhibió 
alrededor de una colonia bacteriana determinada. 
IV.3. Resultados 
 
IV.3.1. Diversidad de bacterias cultivables halladas en las diferentes muestras 
 
A partir de las 11 muestras (7 de Malbec y 4 de Cabernet Sauvignon) 
recolectadas en las regiones vitivinícolas de Patagonia, Cuyo y Noroeste se realizó el 
aislamiento de las bacterias cultivables de la rizósfera, como se indicó en Materiales 
y Métodos. De las 15 a 25 colonias elegidas al azar, por cada sitio de muestreo, el 
14% no sobrevivió en el subcultivo o durante la conservación en glicerol a -20 °C, 
obteniendo finalmente 169 aislamientos para su caracterización. El número de 
aislamientos varió según el sitio de muestreo, siendo de 22 (mayor número) para 
Finca Alta varietal Malbec y de 7 (menor número) para Finca Norte varietal Malbec, 
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ambas ubicadas en la provincia de San Juan. La región de Cuyo aportó el mayor 
número de aislamientos a la colección (54%), resultado coherente con que 6 de los 
11 sitios procedían de dicha región. Discriminados por provincia, San Juan al igual 
que Salta aportaron el 37% de los aislamientos, seguidos por Mendoza (17%) y Río 
Negro (9%). Sin embargo, si se analiza el porcentaje de aislamientos recuperado por 
sitio de muestreo, resulta comparable entre sitios, salvo para Finca Norte MA y Agrelo 















Figura IV. 1. Porcentaje de aislamientos por sitio de muestreo y región. Cada barra con su 
porcentaje de aislamientos recuperado por sitio. Entre paréntesis se indican los porcentajes 
provenientes de cada provincia. MA indica varietal Malbec y CA Cabernet Sauvignon. 
 
La identidad de los aislamientos se obtuvo mediante espectrometría de masa 
de proteínas totales, aplicando el programa MALDI Biotyper (Bruker). El análisis de 
los datos permitió identificar el género de pertenencia de 157 de las 169 bacterias, 
que se distribuyeron en 12 géneros diferentes (Figura IV.2). Para el 64% de los 
aislamientos el programa MALDI Biotyper (Bruker) permitió la asignación de especie. 
Sin embargo, la exactitud en dicha asignación depende del número de espectros en 
la base de datos. Por esta razón, el análisis realizado en este Capítulo se basó en el 
género asignado. 





Figura IV. 2. Asignación de géneros (UV MALDI-TOF) MS a aislamientos bacterianos 
obtenidos de rizósfera de vid. El diagrama de Venn representa los géneros identificados a 
partir del varietal Malbec (amarillo), del varietal Cabernet Sauvignon (azul), o de ambos 
(intersección). Entre paréntesis se indica los porcentajes de cada género en la colección. 
 
En la Figura IV.S1 se muestra la distribución de géneros, discriminados por 
provincia. Para analizar si la diversidad observada dependía del varietal vínico, se 
consideró el varietal de origen de cada aislamiento (Malbec o Cabernet Sauvignon). 
Cinco de los géneros identificados resultaron redundantes en ambos varietales, 
Arthrobacter, Bacillus, Pseudomonas, Rhizobium y Serratia. Los géneros 
Acinetobacter, Paenibacillus y Stenotrophomonas se aislaron sólo de rizósfera de 
Cabernet Sauvignon, en tanto Aeromonas, Hafnia, Microbacterium y Pantoea sólo de 
rizósfera de Malbec. Prevalecieron los aislamientos Gram (-) (69% del total), 
representados mayoritariamente por los géneros Pseudomonas (35%), Serratia (21%) 
y Pantoea (9%). 
El género Pseudomonas ssp., resultó el más representado en la colección, 
siendo Salta y Cuyo el lugar de origen de los mismos. Los aislamientos Gram (+) 
constituyeron el 24% del total y los géneros más representados Arthrobacter (13%) y 
Bacillus (9,5%). Es interesante mencionar que Arthrobacter fue el único género 
aislado de rizósfera en las tres regiones vitivinícolas muestreadas. Si bien con muy 
pocos representantes Microbacterium se aisló sólo en la Patagonia; Acinetobacter, 
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IV.3.2. Análisis de propiedades relacionadas con promoción del crecimiento 
vegetal en los aislamientos de la colección 
 
Las propiedades PGPR se caracterizaron mediante ensayos in vitro, evaluando 
la presencia de las enzimas amilasa, proteasa, celulasa y pectinasa, como así 
también la producción de sideróforos y la capacidad de solubilizar fosfatos. Se ha 
reportado que la presencia de enzimas líticas se relaciona con el proceso de 
colonización de diferentes órganos vegetales y el control biológico contra patógenos 
(Hurek et al., 1994; Gyaneshwar et al., 2001; Sindhu & Dadarwal, 2001; Abiala et 
al., 2015).En cuanto a los sideróforos, varios trabajos han demostrado sus beneficios 
sobre el crecimiento vegetal (Siebner-Freibach et al., 2003; Jin et al., 2006; Vansuyt 
et al., 2007; Robin et al., 2008). Por otra parte, se considera que la solubilización de 
fosfatos insolubles por acción microbiana provee a las plantas de una mayor fuente 
de fósforo (el fósforo es el segundo nutriente limitante después del nitrógeno), tanto 
en la naturaleza como en los agro-ecosistemas, y constituye una característica 
importante de los microorganismos rizosféricos. 
Las cepas se cultivaron en caldo LB y se sembraron en cada medio 
especializado para revelar sus respectivas actividades enzimáticas, tal como se 
describió en Materiales y Métodos. La Figura IV.3 resume los resultados obtenidos 
en las pruebas con los 169 aislamientos. Se observa que un elevado porcentaje 
resultó capaz de sintetizar proteasas (59%), de producir sideróforos (56%) y/o de 













Figura IV. 3. Evaluación in vitro de caracteres asociados a la promoción del crecimiento 
vegetal en aislamientos recuperados de rizósfera de vid.  
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La Tabla IV.2 muestra el resultado de cada prueba, discriminada según el 
género del aislamiento. Los aislamientos con mayor capacidad de solubilizar fosfatos 
correspondieron al género Pantoea, frecuentemente citado en la bibliografía por esta 
característica (Son et al., 2006).  
 
Tabla IV. 2. Actividad/es promotora/s del crecimiento vegetal asociada/s a los géneros 















Acinetobacter 1 0 0 1 0 0 0 
Aeromonas 1 0 0 0 0 0 0 
Arthrobacter 22 2 13 11 18 1 12 
Bacillus 16 4 8 10 11 0 12 
Hafnia 1 1 0 0 0 0 1 
Microbacterium 1 1 1 0 0 0 0 
Paenibacillus 1 0 0 1 1 0 1 
Pantoea 15 13 10 1 1 0 1 
Pseudomonas 59 32 42 39 2 4 11 
Rhizobium 3 0 3 0 0 0 0 
Serratia 36 23 15 30 0 10 10 
Stenotrophomonas 1 1 0 1 0 0 0 
        
No asignado 12 3 3 6 6 0 8 
        
Total 169 80 95 100 39 15 56 
Porcentaje  47,3 56,2 59,2 23,1 8,9 33,1 
        
 
Los pertenecientes al género Serratia (Tabla V.S1) exhibieron los mayores 
halos de solubilización de fosfatos, hallazgo que también ha sido descripto (Singh & 
Jha, 2016). Los géneros Pseudomonas y Bacillus, si bien no mostraron resultados 
tan prometedores, produjeron halos de hidrólisis dependiendo del aislamiento, y 
también se ha descripto su capacidad de solubilizar fosfatos (Kang et al., 2014; 
Oteino et al., 2015). 
La producción de sideróforos resultó un carácter importante en aislamientos 
del género Pseudomonas (71%), tanto en cantidad como en calidad (Tabla IV.S1). Si 
bien en los aislamientos del género Serratia la proporción fue menor (42%), 
mostraron una importante producción de sideróforos. Los otros géneros destacados 
fueron Arthrobacter (59%), Bacillus (50%) y Pantoea (67%). 
Respecto a la evaluación de la síntesis de enzimas líticas, los géneros 
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Arthrobacter y Bacillus evidenciaron actividades proteasa, amilasa y/o pectinasa. En 
aislamientos de los géneros Pseudomonas y Serratia se detectó principalmente 
actividad proteasa y en los del género Pantoea, no se observó actividad de enzimas 
líticas. La Tabla IV.S1 muestra el perfil completo de actividades promotoras del 
crecimiento vegetal presentes en cada aislamiento, y puede apreciarse que algunos 
expresan varias características positivas, hecho que los posiciona como candidatos 
de preferencia al momento de seleccionar los más adecuados para evaluar sus efectos 
en la planta. 
 
IV.3.3. Ensayos de inhibición de crecimiento de hongos fitopatógenos 
 
Se analizó la capacidad de aislamientos de la colección, pertenecientes al 
género Bacillus, de inhibir el crecimiento de ciertos hongos fitopatógenos de vid y 
otros cultivos. Estas bacterias son PGPR eficientes y capaces de mejorar el 
crecimiento vegetal a través de distintos mecanismos (Compant et al., 2005; 
Choudhary & Johri, 2009; Aloo et al., 2018). Su capacidad de esporulación les otorga 
una ventaja adicional para la producción de inoculantes estables en el tiempo. 
Se evaluó in vitro la inhibición del crecimiento de 6 hongos fitopatógenos por 
parte de los 15 aislamientos pertenecientes al género Bacillus. La elección de los 
hongos blanco se basó en sus efectos sobre la vid, o sobre cultivos de relevancia 
agronómica local o regional. Alternaria alternata se ha reportado como fitopatógeno 
de más de 380 especies vegetales; en vid produce la podredumbre de los racimos 
(Lorenzini & Zapparoli, 2014). Botritis cinérea es un hongo polífago de amplio rango 
de hospedadores, muy diseminado a nivel mundial; es el agente causal de la 
podredumbre gris en la vid, como también del kiwi, frutilla, tomate, etc. (Fillinger & 
Elad, 2015). Por otra parte, Fusarium oxysporum causa la enfermedad de Panamá en 
los bananeros y la marchitez vascular del tomate, además de producir más de un 
centenar de enfermedades en otras especies vegetales (González et al., 2012). 
Fusarium graminearum afecta principalmente a cebada y trigo, pero también a otros 
cultivos como centeno, arroz, avena y maíz, además de colonizar otras plantas sin 
necesariamente producir síntomas (Goswami & Kistler, 2004). Penicillium expansum 
es un moho psicrofílico, común en suelos de todo el mundo, que constituye un 
importante agente causal de enfermedades postcosecha en frutas y vegetales 
almacenados (Errampalli, 2014). También se analizó la acción de estos aislamientos 
sobre Penicillium oxalicum, un hongo no patógeno empleado como agente de control 
biológico (Sabuquillo et al., 2006). 
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Tms3 - - - - - - 
Tct6 + ++ - - - - 
Tct11 - - - - - - 
Nmp3 - - - - - - 
Fam7 - - - - - - 
Fam11b - - - - - - 
FACn16 - - - - - - 
FACnm - - - - - - 
Fau8 ++ - - - - - 
Fau17 - - - - - - 
Fau18 ++ + + + - - 
Fau20 ++ + - - - + 
AMCv1 - - - - - - 
AMCv2 ++ + + + - + 
AMCv8 ++ ++ - - - - 
 
La Tabla IV.3. muestra los resultados de los 15 aislamientos del género 
Bacillus sobre los 6 hongos ensayados. Cinco (5) mostraron capacidad de inhibir los 
hongos patógenos de vid Alternaria alternata y Botritis cinérea. De estos 5, Fau20 y 




El potencial y la aplicación de las bacterias rizosféricas han sido ampliamente 
reconocidos en las últimas décadas. La estimulación del crecimiento y rendimiento 
vegetal por acción de estas bacterias se ha reportado en varios estudios, tanto 
mediante ensayos en laboratorio, en invernadero y a campo (Príncipe et al., 2007; 
Lugtenberg & Kamilova, 2009; Glick, 2012; Abiala et al., 2015; Rolli et al., 2016; 
Bernabeu et al., 2018). Un factor importante a considerar cuando se analizan nuevos 
aislamientos, no son sólo sus actividades sino también los entornos en los que 
podrían aplicarse. Por estas razones, este trabajo se enfocó en la construcción de 
una colección de bacterias aisladas de rizósfera de vides originarias de las tres 
principales regiones vitivinícolas de Argentina, con el fin de analizar su potencial uso 
como biofertilizantes y/o agentes de biocontrol. De los más de 200 aislamientos 
iniciales, sólo 169 sobrevivieron a los procedimientos de re-aislamiento y 
conservación en frio. Esta diferencia posiblemente se deba a condiciones de cultivo 
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y/o de conservación no adecuadas. Mediante Espectrometría UV MALDI-TOF se logró 
identificar los géneros de pertenencia de la mayoría de las bacterias (157 de 169), 
principalmente Pseudomonas sp., Serratia sp., Arthrobacter sp., Pantoea sp. y 
Bacillus sp.. Estos géneros fueron reportados como integrantes habituales de 
rizósfera de la vid (Marasco et al., 2013; Martins et al., 2013; Salomon et al., 2013; 
Marasco et al., 2018).  
El análisis in vitro de actividades promotoras del crecimiento vegetal mostró 
su presencia en un número importante de aislamientos de la colección. Estos 
resultados apoyan la propuesta relacionada con la influencia de las plantas en la 
composición de sus comunidades asociadas, “seleccionando” aquellos 
microorganismos que le permiten adaptarse a diferentes tipos de estrés, tanto 
bióticos como abióticos (Philippot et al., 2013). En particular, se observó que los 
aislamientos del género Bacillus exhibieron una notable producción de enzimas 
hidrolíticas, con la excepción de celulasa. Los miembros de los géneros Pantoea y 
Pseudomonas, en tanto, mostraron una interesante actividad solubilizadora de 
fosfatos, seguidos por los del género Serratia. El fósforo siendo el segundo nutriente 
inorgánico más requerido por plantas y microorganismos, después del nitrógeno 
(Gyaneshwar et al., 2002). 
Otra actividad analizada fue la de producción de compuestos con actividad de 
sideróforos, como responsables de la quelación del hierro. Este nutriente se 
encuentra escasamente en suelos neutros o básicos, debido a la baja solubilidad del 
Fe+3. En la rizósfera, la planta genera un ambiente ácido que favorece la 
solubilización del hierro. La capacidad de producir sideróforos otorga ventajas a los 
microorganismos para colonizar la rizósfera (Crowley, 2006). Además, la quelación 
del hierro por microorganismos benéficos puede evitar que bacterias y hongos 
patógenos colonicen la rizósfera (Siddiqui, 2006). El porcentaje de aislamientos de la 
colección que exhibió producción de sideróforos representó la tercera actividad de 
importancia, siendo los del género Pseudomonas los más relevantes en número. 
Beneduzi et al. (2012) hallaron que cepas de la especie Pseudomonas putida 
mostraban potencial para inhibir los hongos Fusarium oxysporum y Rhizoctonia 
solani, debido su capacidad de producir sideróforos. 
Los hongos fitopatógenos son responsables de grandes pérdidas en cultivos a 
nivel mundial y se requieren alternativas al uso de productos químicos sintéticos 
para controlar estas enfermedades, evitando sus efectos perjudiciales sobre el medio 
ambiente. Por ello resultó de interés determinar la capacidad de inhibición de 
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crecimiento de hongos patógenos exhibida por los aislamientos de la colección 
pertenecientes al género Bacillus. La elección de los mismos se debió a su capacidad 
de esporular, que los convierte en candidatos ideales para desarrollar productos de 
biocontrol, eficientes desde un punto de vista tecnológico. Los ensayos mostraron 
que algunos aislamientos poseían la capacidad de inhibir importantes patógenos de 
la vid como Botritis cinerea, responsable de la podredumbre gris (Hill et al. 2018). 
Como se mencionó, los microorganismos de la rizósfera de una planta 
particular suelen estar mejor adaptados a esa planta y a su entorno. La 
caracterización de los mismos permitió generar una colección de aislamientos a 
partir de la cual podrían seleccionarse los más interesantes en base a sus 
capacidades promotoras del crecimiento vegetal. Sin embargo, para avanzar en la 
generación de un producto, primero debería probarse su efectividad en condiciones 
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Figura IV.S1. Distribución de géneros bacterianos, identificados por UV-MALDI-TOF, según 
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Tabla IV.S1. Identificación de aislamientos mediante MALDI-TOF y propiedades promotoras 
del crecimiento vegetal. 
Región Provincia Sitio Varietal Nombre Género Fosfatos Sideróforos Proteasa Amilasa Celulasa Pectinasa 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr1 Arthrobacter - + - ++ - - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr1C Arthrobacter - + ++ +++ - + 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr2 Pantoea + + - - - - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr3 Arthrobacter - + - +/- +/- - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr4 Rhizobium - + - - - - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr4.1 Rhizobium - + - - - - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr5C Arthrobacter - + ++ +++ +/- + 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr7 Pantoea - + - - - - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr8 Arthrobacter - + - ++ - ++ 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr9 Pantoea ++ + + - - ++ 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec Nmr10 Arthrobacter +/- + - - - - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr10.1 Arthrobacter - + - ++ - - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec Nmr14 Pantoea + ++ - - +/- - 
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr13 Arthrobacter - - - - -  
Patagonia Río Negro Mainqué Malbec NMr15 Microbacterium +++ + - - - - 
Cuyo Mendoza Agrelo Malbec Tms1 Serratia - - - - - + 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms2 Serratia + + ++ - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms3 Bacillus - - - - - + 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms4c Serratia + - +++ - +/- - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms5 Pantoea + + +/- - +/- - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms6 Pantoea +++ +/- - - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms6b Pantoea + + - - +/- - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms7b Pantoea + ++ - - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms8 Pantoea - ++ +/- - +/- - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms10 Serratia +/- - +++ - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms12 Serratia +/- +/- + - +/- - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms12b Pantoea ++ +/- - - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms13b Pantoea +++ + - - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms14 Pantoea ++ + - - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms14.1 Pseudomonas - - - - + - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms15 Pseudomonas +++ + +/- - +/- - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms15.1 Pantoea +++ +/- - ++ +/- - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 
Malbec Tms15.2 No asignado + - +++ - - - 
Cuyo Mendoza 
Agrelo 












Tct4 Serratia +/- + + - +/- - 
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Tct12 Pseudomonas +++ + +++ - +/- - 
Cuyo San Juan Finca Norte Malbec Nmp1 Serratia +++ +/- +++ - ++ +/- 
Cuyo San Juan Finca Norte Malbec Nmp2 Pantoea + +/- +/- - +/- +/- 
Cuyo San Juan Finca Norte Malbec Nmp3 Bacillus +/- - +/- +/- - +++ 
Cuyo San Juan Finca Norte Malbec Nmp4 Serratia +++ +/- ++ - +/- +/- 
Cuyo San Juan Finca Norte Malbec Nmp5 Serratia +++ +/- - - +/- ++ 
Cuyo San Juan Finca Norte Malbec Nmp6 Serratia +++ +/- + - + +/- 
Cuyo San Juan Finca Norte Malbec Nmp7 Serratia +++ +++ + +/- ++ +/- 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncqm Serratia +++ +/- ++ - +/- - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncqm.1 Serratia + - ++ - - - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncqm.2 Serratia + - ++ - + - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncqb1 Serratia - + + - - + 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq1 Serratia +++ ++ +/- - +/- - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq2b Acinetobacter +/- - +++ - +/- - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq3b Serratia ++ ++ ++ +/- ++ + 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq4c Serratia +/- ++ ++ - +/- - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq5 Serratia ++ +/- +/- +/- +/- ++ 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq6 Stenotrophomonas + - ++ +/- - - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq8 Serratia +++ +/- +/- - + - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq9 Serratia - - +++ - + ++ 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq10 Serratia - - +++ +/- - +/- 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq12 Serratia +++ +/- + - + - 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq12.1 Serratia + - +++ - + + 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq13 Serratia +++ +/- + +/- + + 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq13.1 Serratia - - +++ - - + 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq15 Serratia +/- + ++ - +/- + 
Cuyo San Juan Finca Norte 
Cabernet 
Sauvignon 
Ncq15c No asignado - + +++ +/- - ++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam0b Pseudomonas + +++ +++ - - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam0c Pseudomonas - +++ +++ - - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam1c Pseudomonas + - +++ - - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam2c Pseudomonas - - ++ - - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam3c Pantoea +++ - - - - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam4c Pseudomonas - +++ - - - ++ 
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Región Provincia Sitio Varietal Nombre Género Fosfatos Sideróforos Proteasa Amilasa Celulasa Pectinasa 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam5c Pseudomonas + + +++ - - + 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam6 Pseudomonas +++ ++ ++ - - ++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam7 Bacillus - - ++ NC - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam10 Arthrobacter - - +++ + - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam11b Bacillus + - +++ + - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam13b Pseudomonas + +++ - - - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam14 Hafnia +++ - - - - + 
Cuyo San Juan Finca Arriba Malbec Fam15 Arthrobacter - - +++ + - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn1 Pseudomonas +/- +/- +/- NC - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn2 Pseudomonas + +++ ++ NC +/- - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn3 Pseudomonas + +++ +/- NC +/- - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn3.1 Pseudomonas ++ +++ +++ NC - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn4 No asignado +/- +/- - ++ - +/- 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn5 No asignado + - ++ - - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn8 No asignado - - - +++ - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn9 No asignado - - - ++ - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn10 Pseudomonas - +++ +++ ++ - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn11 Pseudomonas +/- +++ +++ - - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn12 Pseudomonas +++ +++ +++ - + NC 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn13 Arthrobacter +++ +++ +++ - +/- NC 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn14 Pseudomonas ++ ++ +++ - - + 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn15 No asignado - +/- - + +/- ++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn16 Bacillus + - +++ +++ - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn17 Arthrobacter +/- - ++ ++++ - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn17.1 Arthrobacter - - ++ ++ - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn18 Arthrobacter - - ++ ++ + ++++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn19 No asignado - - ++ ++ - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn20 Pseudomonas +++ +++ +++ NC - - 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACn21 No asignado - - - NC - +++ 
Cuyo San Juan Finca Arriba 
Cabernet 
Sauvignon 
FACnm Bacillus + - +++ +++ - +++ 
Noroeste Salta Molinos Malbec Fau1 Arthrobacter - + - ++ - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau2 Arthrobacter +/- - ++ ++ - + 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau3 Bacillus +/- + + +/- - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau4 Pseudomonas + +++ +++ +/- +/- +/- 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau4b Arthrobacter - ++ - ++ - +/- 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau6 Arthrobacter - + - +++ - + 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau7 Pseudomonas + +++ +++ - - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau8 Bacillus - +++ +++ ++ +/- ++ 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau9 Pseudomonas - ++ + - ++ ++ 
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Región Provincia Sitio Varietal Nombre Género Fosfatos Sideróforos Proteasa Amilasa Celulasa Pectinasa 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau10 Pseudomonas +/- +++ - - +/- - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau11 Pseudomonas +/- +++ - - +/- - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau12 Pseudomonas + + - - - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau13 Pseudomonas - NC NC NC + - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau14 Pseudomonas + + - - - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau15 Pseudomonas + + ++ - - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau16 Pseudomonas + - - - - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau16.1 Pseudomonas ++ ++ + - - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau17 Bacillus ++ + +/- +++ - - 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau18 Bacillus - + +++ +++ - ++++ 
Noroeste Salta 
Molinos 
Malbec Fau19 Pseudomonas ++ +++ +++ - - +/- 
Noroeste Salta 
Molinos 




















































AMCv16 Pseudomonas +/- +++ +/- - +/- - 
Noroeste Salta Cachi Malbec Cmw1 Pseudomonas +++ + +++ - +/- - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw2 Pseudomonas + +/- +++ - +/- - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw3 Pseudomonas ++ +/- +/- - +/- - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw4 No asignado +/- + +++ - - ++ 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw5 Pseudomonas + - +++ - - + 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw6 Pseudomonas +++ + +++ - - NC 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw7 Pseudomonas + ++ + - +/- + 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw8 No asignado + - ++ - - + 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw9 Pseudomonas + +/- + +/- +/- - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw10 Pseudomonas +/- +++ + - +/- - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw11 Pseudomonas +/- +++ +/- +/- +/- - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw12 Pseudomonas +++ +++ +/- - +/- - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw13 Pseudomonas + - +++ - - - 
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Región Provincia Sitio Varietal Nombre Género Fosfatos Sideróforos Proteasa Amilasa Celulasa Pectinasa 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw14 Pseudomonas + - +++ - - - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw15 Pseudomonas - - +++ - - - 
Noroeste Salta 
Cachi 
Malbec Cmw16 Pseudomonas - + +++ - - - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex1C Pseudomonas +/- +++ +++ - +/- - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex2 Serratia - - +++ - - - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex3 Pseudomonas +/- +++ +++ - +/- - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex4 Serratia ++ +++ ++ - +/- - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex5 Pseudomonas +/- - +++ ++ - - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex6b Pseudomonas - +++ +++ - - - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex7b Pseudomonas - +++ +++ - - - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex8 Pseudomonas +/- +++ +++ +/- +/- - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex9 Pseudomonas + +/- + - +/- - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex10 Aeromonas +/- +/- +/- +/- - - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex11 Pseudomonas +/- +++ +/- - +/- - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex12 Pseudomonas - +/- +/- - +/- - 
Noroeste Salta Finca Arenal Malbec Aex14 Arthrobacter - - - +++ - - 
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V. Discusión general  
 
El desarrollo de este trabajo permitió, a través de los diferentes enfoques y 
estudios realizados, caracterizar y evaluar distintos aspectos del microbioma 
asociado a vides, así como considerar la influencia de factores bióticos y abióticos 
del entorno. Desde hace unos años, la implementación de tecnologías moleculares 
independientes de cultivo posibilitó el acceso a datos no factibles por metodologías 
dependientes de cultivo. Las técnicas basadas en DNA, como PCR, y la identificación 
de marcadores moleculares evolutivamente estables, como los genes rRNA, 
incrementaron la capacidad de identificar especies microbianas con mayor 
resolución y confiabilidad (Justé et al., 2008; Delmont et al., 2011; Ercolini, 2013; 
Cocolin et al., 2013; Belda et al., 2017; Hollins & Hodgson, 2019; Mohanram & 
Kumar, 2019; Siren et al., 2019). La subunidad pequeña del gen ribosomal 
bacteriano (16S rRNA), y el espaciador ribosomal eucariota ITS1- 5.8S, para hongos 
y levaduras, se reconocieron como estándares de oro para la valoración de la 
diversidad filogenética en comunidades microbianas (Justé et al., 2008; Cocolin et 
al., 2013; Sun & Liu, 2014). La introducción de las metodologías moleculares, no 
sólo significaron un avance para la microbiología sino también para la ecología 
microbiana. Emplean como molde DNA, directamente extraído del ambiente, con el 
propósito de identificar los perfiles de comunidades microbianas asociadas al mismo. 
PCR-DGGE fue el primer método aplicado a la fermentación vínica (Cocolin et al., 
2000) con el fin de monitorear la diversidad y dinámica de poblaciones de levaduras. 
Si bien esta técnica resulta apropiada para analizar ambientes con baja riqueza de 
especies, como es el mosto de uvas, posee escasa sensibilidad (Andorrà et al., 2010) 
y no detecta poblaciones con abundancias relativas inferiores al 1% (Fasoli et al., 
2003; Andorra et a., 2008). Más recientemente, el perfil de la comunidad microbiana 
de vino se analizó aplicando las técnicas de SSCP (Schmid et al., 2011; Grube et al., 
2011; Martins et al., 2014) de T-RFLP (Martins et al., 2012; Sun & Liu, 2014) y de 
ARISA (Brežná et al., 2010; Pancher et al., 2012; Setati et al., 2012). El monitoreo de 
tales poblaciones resulta crítico por su influencia en la calidad del vino obtenido.   
La optimización de las técnicas de secuenciación de DNA expandió la 
capacidad de analizar la estructura y función de comunidades microbianas con 
elevada resolución. El análisis metagenómico, que puede definirse como la 
exploración genética directa de un colectivo de genomas asociados a una muestra 
ambiental (Thomas et al., 2012) puede efectuarse por secuenciación del metagenoma 
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completo o de amplicones individuales. Esta última es una estrategia que posibilita 
obtener perfiles taxonómicos, filogenéticos o funcionales de comunidades 
microbianas, utilizando genes marcadores específicos, a partir de DNA ambiental, 
sin enriquecimiento ni cultivo previo de la población blanco (Franzosa et al., 2016). 
La innovación introducida por la tecnología Next-Generation Sequencing (NGS) 
(secuenciación de amplicones cortos), revolucionó el estudio de la diversidad 
microbiana dentro y entre comunidades complejas (Bokulich et al., 2013). Si bien la 
técnica NGS se aplicó ampliamente a la exploración de la ecología microbiana en 
distintos ambientes (Ma et al., 2015; Shi et al., 2015) su empleo en relación a la vid 
y la fermentación vínica es relativamente original, y su contribución en este campo 
poco explorada. En tal sentido, trabajos recientes demostraron que la diversidad 
microbiana asociada a uvas depende de varios factores: cultivar, condiciones 
climáticas (macro como microclima), condiciones ambientales estacionales, prácticas 
de manejo agronómico del viñedo, y tipo de proceso fermentativo aplicado en bodega 
(Bokulich et al., 2014; David et al., 2014; Gilbert et al., 2014; Abbasian et al., 2015; 
Setati et al., 2015; Zarraonaindia et al., 2015; de Filippis et al.,  2017; Morgan et al., 
2017). Diferencias estables entre poblaciones microbianas de mostos se atribuyeron 
al cultivar vínico, área geográfica, factores climáticos y de sanidad del viñedo y de las 
uvas, conduciendo al concepto de terroir (Bokulich et al., 2014). Esto se vio reforzado, 
a nivel fenotipo-metaboloma, por trabajos como los de Knight et al. (2015), Bokulich 
et al. (2016) y Belda et al. (2017). Estos últimos autores hallaron perfiles metabólicos 
(producción de enzimas hidrolíticas) distintivos y agrupados, para cepas de 
levaduras, dependiendo de su origen geográfico. También se ha señalado que el 
origen de los microorganismos presentes en mostos son parte del consorcio 
microbiano asociado a las uvas, siendo su reservorio original el suelo del viñedo 
(Zarraonaindia et al., 2015). En consecuencia, los aspectos microbiológicos de la 
producción de vino resultan influenciados por el viñedo y no sólo por la bodega y los 
procesos fermentativos (Belda et al., 2017). Las comunidades microbianas (hongos, 
levaduras y bacterias) asociadas al viñedo juegan un rol importante en la 
productividad del suelo y en la resistencia de las vides a enfermedades. La diversidad 
y abundancia de microorganismos capaces de establecerse en los nichos ecológicos 
del suelo y de los tejidos de la vid determinarán tanto la sanidad de la planta como 
la variabilidad de los que logren introducirse en la bodega y afectar los procesos 
fermentativos y de maduración del vino (Barata et al., 2012). Por lo tanto, un 
adecuado manejo de la información sobre el microbioma, haría posible prevenir 
problemas en el proceso de fermentación, incremento de la acidez volátil, 
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contaminación por Brettanomyces y producción de aminas biogénicas en los vinos 
(Belda et al., 2017). Alcanzar un mayor conocimiento de las condiciones 
microbiológicas del viñedo permitirá al agricultor decidir cuándo resultan necesarios 
los tratamientos con agentes químicos. Adicionalmente, ayudará al enólogo a 
emplear menores concentraciones de sulfito durante el proceso de vinificación y 
decidir qué tipo y dosis de levadura deberá inocular, de ser necesario. Toda esta 
valiosa información es actualmente contemplada en las nuevas tendencias 
enológicas, tales como la de producción de vinos orgánicos (Belda et al., 2017). 
En los Capítulos II y III, mediante secuenciación de regiones génicas 
marcadoras y aplicación de herramientas bioinformáticas, se pudo comprobar la 
influencia de una serie de factores en la riqueza y diversidad de la microbiota 
asociada a distintos tejidos de la vid. En particular se observó que el uso o no de 
portainjertos  el tipo de sistema de conducción empleado, y el lugar geográfico de 
origen influían en la estructura de tales comunidades. La influencia del cultivar 
vínico (Malbec o Cabernet Sauvignon), resultó de mayor relevancia para las 
comunidades asociadas a uvas y hojas, no así para las asociadas a rizósfera. En el 
caso de la microbiota rizosférica fueron los aspectos edáficos los que resultaron más 
importantes.  
La asignación taxonómica permitió verificar que ciertos grupos de 
microorganismos se encuentran siempre presentes, independientemente del origen 
geográfico o del tejido de la vid en estudio, y cabría suponer que cumplen funciones 
relacionadas con el desarrollo y sustentabilidad de las plantas. No obstante, debe 
también considerarse la influencia de factores bióticos, propios de cada tejido 
vegetal, que juegan un papel determinante en la selección y abundancia de los 
microorganismos que los habitan (Berendsen et al., 2012; Rincón-Flores et al., 2013). 
Se pudo evidenciar que las comunidades asociadas a hojas y uvas, si bien exhiben 
diferencias, muestran mayores similitudes entre sí que con las asociadas a rizósfera. 
También se comprobó que el año de vendimia influía en la estructura de las 
comunidades microbianas asociadas a vid, teniendo en cuenta su relación con las 
condiciones climáticas propias del año de cosecha. 
En relación a las comunidades asociadas a rizósfera, se logró identificar 
grupos de bacterias generalmente relacionadas con promoción del crecimiento 
vegetal. Por este motivo, en el Capítulo IV, se abordó su aislamiento a partir de 
rizósfera de vides originarias de tres regiones vitivinícolas argentinas. Los 
Tesis Doctoral V. Discusión general   Mónica Oyuela  
116 
 
aislamientos se caracterizaron como potenciales biofertilizantes y/o agentes de 
biocontrol. Mediante Espectrometría UV MALDI-TOF se identificaron los géneros de 
estos aislamientos, siendo los principales Pseudomonas, Serratia, Arthrobacter, 
Pantoea y Bacillus. Estos géneros ya fueron descriptos como integrantes habituales 
de rizósfera de vid (Marasco et al., 2013, Martins et al., 2013, Salomon et al., 2014, 
Marasco et al., 2018). Consecuentemente, el análisis in vitro de sus actividades 
promotoras de crecimiento vegetal mostró que un amplio número de bacterias poseía 
capacidad potencial para su aplicación a plantas de vid. Los ensayos de biocontrol 
indicaron que algunas especies, como Alternaria alternata y Botritis cinérea, 
mostraban capacidad de inhibición de importantes patógenos de vid, responsables 
de distintos tipos de podredumbre. Estos hallazgos refuerzan el concepto de la 
influencia de las plantas en la composición de sus comunidades microbianas 
asociadas (Philippot et al., 2013), y la importancia de las mismas para la adaptación 
del cultivo a diferentes tipos de estrés, tanto bióticos como abióticos.  
Este y otros trabajos demuestran que la aplicación de tecnologías moleculares 
independientes de cultivo resultan valiosas herramientas para dilucidar la 
significación de los factores geográficos en la estructura de la microbiota asociada a 
cultivos agrícolas, y más puntualmente a viñedos (Bokulich, et al., 2014; Gilbert et 
al., 2014; Jara et al., 2016; Vitulo et al., 2019). El impacto del componente 
microbiológico del terroir, y cómo contribuye a la calidad y a las características 
organolépticas del vino, es considerable. También aporta a la distinción sensorial 
regional y al estilo del vino, que actualmente juega un rol importante en la 
diferenciación y la competitividad en el mercado mundial (Belda et al., 2017) 
Asimismo, y por técnicas microbiológicas tradicionales, resultó posible 
identificar bacterias promotoras del crecimiento vegetal con potencial para el 
desarrollo de bioinsumos, que contribuyan a la productividad y a la sanidad de este 
cultivo, a través del control de enfermedades.  
Si bien persisten numerosas incógnitas relacionadas con los nichos 
microbianos propios de los viñedos, la complementariedad de los diferentes enfoques 
y herramientas aplicados en este trabajo, aportan información valiosa que sirve como 
aproximación inicial a la comprensión de cómo se estructuran las comunidades 
microbianas en los viñedos. Se espera que esta información pueda constituir un 
insumo para la industria vitivinícola de Argentina, en el sentido de explorar las 
maneras de potenciar la presencia de microorganismos benéficos, destacar los 
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aspectos característicos que ofrecen los diversos terroir vitivinícolas del país y 
consecuentemente, mejorar su competitividad en el ámbito nacional e internacional. 
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